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1  ORIGINAL PUBLICATIONS 
 
 This thesis is based on the following original articles: 
 I  Siikala E, Richardson M, Pfaller MA, Diekema DJ, Messer SA, Perheentupa   J,   Saxen  H,  Rautemaa  R.  Candida  albicans  isolates  from  APECED  patients   show  decreased  susceptibility  to  miconazole.  International  Journal  of 
  Antimicrobial Agents 2009;34:607‐609.  II   Siikala E, Rautemaa R, Richardson M, Saxen H, Bowyer P, Sanglard D. Persistent 
Candida albicans colonization and molecular mechanisms of azole resistance in autoimmune polyendocrinopathy‐candidiasis‐ectodermal dystrophy (APECED) patients. Journal of Antimicrobial Chemotherapy 2010;65:2505‐2513.  III  Uittamo J, Siikala E, Kaihovaara P, Salaspuro M, Rautemaa R. Chronic candidosis and oral  cancer  in APECED‐patients: production of  carcinogenic acetaldehyde from glucose and ethanol by Candida albicans.  International  Journal of Cancer 2009;124:754‐756.  IV  Siikala E, Bowyer P, Sanglard D,  Ischer F, Uittamo J, Kaihovaara P, Richardson M,  Rautemaa  R.  Fermentative  2‐carbon  metabolism  produces  carcinogenic levels of acetaldehyde in Candida albicans. International Journal of Cancer 2010, submitted.      Publication #III will also be used as a part of the dissertation of author J.U. 
 8 
2  ABBREVIATIONS 
AAT1a  Aspartate aminotransferase gene ABC  ATP‐binding cassette 
ACC1  Acetyl‐coenzyme A carboxylase gene 
ACS1  Acetyl‐CoA synthetase gene 1  
ACS2  Acetyl‐CoA synthetase gene 2 
ACT1  Actin related gene  Adh   Alcohol dehydrogenase 
ADH1  Alcohol dehydrogenase gene 1 
ADH2  Alcohol dehydrogenase gene 2 ACH  Acetaldehyde 
ADP1  ATP‐dependent permease gene AIDS  Acquired Immune Deficiency Syndrome 
ALD1  Acetaldehyde dehydrogenase gene APECED  Autoimmune polyendocronopathy candidiasis ectodermal dystrophy APS1  Autoimmune polyglandular syndrome type 1 ATCC  American Type Culture Collection ATP  Adenosine triphosphate BMD  Broth microdilution BRE  Benomyl response element  
CDR1  Candida drug resistance 1 – gene 
CDR2  Candida drug resistance 2 – gene CFU  Colony forming unit CMC  Chronic mucoutaneous candidosis CO2  Carbon dioxide 
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DNA  Deoxyribonucleic acid DRE  Drug responsive element DST  Diploid sequence type EDTA  Ethylene‐diamine tetra‐acetic acid 
ERG11  Cytochrome P450 lanosterol 14‐alphha –demethylase gene EtBr  Ethidium bromide GOF  Gain of function (mutation) H2O  Water HCL  Hydrogen chloride HIV  Human immunodeficiency virus IFI  Invasive fungal infection LiCl  Lithium chloride 
MDR1  Multidrug resistance 1 – gene  MF  Major facilitator MIC  Minimum inhibitory concentration MLST  Multi locus sequence typing MOPS  Morpholinepropanesulfonic acid 
MPI1b  Mannose phospate isomerase 1b gene mRNA  Messenger ribonucleic acid 
MRR1  Multi‐drug resistance regulator gene MTL  Mating type locus NaAc  Sodium acetate NaCl  Sodium chloride NAD  Nicotamide adenine dinucleotide NaOH  Sodium hydroxide OD  Optical density 
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OSC  Oral squamous cell carcinoma PAGE  Polyacrylamide gel electrophoresis PBS  Phosphate buffered saline PCA  Perchloric acid PCR  Polymerase chain reaction 
PDC11  Pyruvate decarboxylase gene PMN  Polymorphonuclear leukocytes RNA  Ribonucleic acid SSC  Saline‐sodium citrate buffer SDS  Sodium dodecyl sulphate sIgA  Secretory immunolobulin A SP  Saboraud dextrose agar 
SYA1  Alanyl‐RNA synthetase gene 
TAC1  Transcriptional activator of CDR genes Tris‐HCl  Tris(hydroxymethyl)aminomethane‐hydrochloride 
VPS13  Vacuolar protein sorting protein YEPD  Yeast extract peptone dextrose 
ZWF1b   Glucose‐6‐phosphate dehydrogenase gene  
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3  ABSTRACT 
Autoimmune polyendocrinopathy‐candidiasis‐ectodermal dystrophy (APECED, APS I) is an  autoimmune  disease  caused  by  a  loss‐of  function  mutation  in  the  autoimmune regulator  gene  (AIRE).    Patients  with  APECED  suffer  from  chronic  mucocutaneous candidosis  (CMC)  of  the  oral  cavity  and  oesophagus  often  since  early  childhood.  The patients  are  mainly  colonized  with  Candida  albicans  and  decades  of  exposure  to antifungal agents has lead to the development of clinical and microbiological resistance in the treatment of CMC in the APECED patient population in Finland. A high incidence of  oral  squamous  cell  carcinoma  is  associated  with  oral  CMC  lesions  in  the  APECED patients over the age of 25. The overall aim of this study was firstly, to investigate the effect of  long‐term azole exposure on  the metabolism of oral C. albicans  isolates  from APECED patients with CMC and secondly, to analyse the specific molecular mechanisms that are responsible for these changes. 
In  the  first  study we wanted  to determine  the  level of  cross‐resistance  to miconazole, the recommended topical compound for the treatment of oral candidosis, in C. albicans strains from APECED patients. A total of 16% of the strains had decreased susceptibility to  miconazole  and  all  of  these  isolates  had  decreased  susceptibility  to  fluconazole. Miconazole  MICs  also  correlated  with  MICs  to  voriconazole  and  posaconazole.  A significant positive correlation between the years of miconazole exposure and MICs to azole antifungal agents was also found. These included azoles the patients had not been exposed to.  
The aim of our second study was to determine if the APECED patients are continuously colonized with the same C. albicans strains despite extensive antifungal treatment and to  gain  a  deeper  insight  into  the  genomic  changes  leading  to  azole  resistance.  The strains  were  typed  using  MLST  and  our  results  confirmed  that  all  patients  were persistently  colonized with  the  same or a genetically  related  strain despite  antifungal treatment between  isolations. No epidemic strains were  found. mRNA expression was analysed by northern blotting, protein level by western blotting, and TAC1 and ERG11 genes were  sequenced.  The main molecular mechanisms  resulting  in  azole  resistance were gain‐of‐function mutations in TAC1  leading to overexpression of CDR1 and CDR2, 
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genes linked to azole resistance. Several strains had also developed point mutations in 
ERG11, another gene linked to azole resistance.   
In  the  third  study we  analyzed  the  level  of  carcinogenic  acetaldehyde  produced  by C. 
albicans strains isolated from APECED patients by gas chromatography and compared it to  the  levels  produced  by  strains  isolated  from  healthy  controls  and  oral  carcinoma patients.  Acetaldehyde  is  a  carcinogenic  product  of  alcohol  fermentation  and metabolism in microbes associated with cancers of  the upper digestive tract. In yeast, acetaldehyde is a by‐product of the pyruvate bypass that converts pyruvate into acetyl‐CoA  during  fermentation.  Our  results  showed  that  strains  isolated  from  APECED patients produced mutagenic levels of acetaldehyde in the precence of 100 mM (18 g/l) glucose  and  the  levels  produced  were  significantly  higher  than  those  from  strains isolated  from controls  and oral  carcinoma patients.   All  strains  in  the  study, however, were  found  to  produce  mutagenic  levels  of  acetaldehyde  in  the  presence  of  1  mM ethanol. The glucose and ethanol levels used in this study may easily be found in food and  beverages  and  our  results  highlight  the  role  of  dietary  sugars  and  ethanol  on carcinogenesis. 
The  aims  of  our  fourth  study were  to  research  the  effect  of  growth  conditions  in  the levels of acetaldehyde produced by C. albicans and to gain deeper insight into the role of different  genes  in  the  pyruvate‐bypass  in  the  production  of  high  acetaldehyde  levels. Acetaldehyde  production  in  the  presence  of  glucose  increased  by  17‐fold  under moderately  hypoxic  conditions  compared  to  the  levels  produced  under  normoxic conditions. Under moderately hypoxic conditions acetaldehyde levels did not correlate with  the  expression  of ADH1  and ADH2,  genes  catalyzing  the  oxidation  of  ethanol  to acetaldehyde, or PDC11,  the gene catalyzing the oxidation of pyruvate to acetaldehyde but correlated with the expression of down‐stream genes ALD6 and ACS1.  
Our results highlight a problem where indiscriminate use of azoles may influence azole susceptibility  and  lead  to  the  development  of  cross‐resistance.  Despite  clinically successful treatment leading to relief of symptoms, colonization by C. albicans strains is persistent within  APECED  patients. Microevolution  and  point mutations  occur within strains,  leading  to  the  development  of  azole‐resistant  isolates  and metabolic  changes leading to increased production of carcinogenic acetaldehyde. 
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4  INTRODUCTION 
 The oral cavity harbours a broad spectrum of microorganisms and the composition of this  community  is  a  critical  factor  in  both health  and disease.  The microbiome  of  the oral  cavity  is  mostly  present  as  biofilms,  three‐dimensional  structured  communities that consist of a dense network of bacteria and filamentous forms of Candida enveloped in an extracellular matrix.   In a healthy individual the microbiome‐biofilm may protect the host against  invasion by more harmful pathogens. The microbial balance acts as a buffer  against  infections  and  the  partial  disruption  of  a  biofilm  with  antimicrobial agents may trigger infections and influence the course of oral diseases and result in the selection of more aggressive or pathogenic microbes. In the oral cavity the mechanical disruption of the entire biofilm with a toothbrush has been proven to be a better way of preventing infection as it affects the entire microbiome community.  
Candida strains  in biofilms have been  shown  to be  intrinsically  resistant  to antifungal treatment,  especially  fluconazole,  and  they  may  become  highly  resistant  to  many antifungal  agents.  The  adequate  treatment  of  oral  candidosis  requires  mechanical disruption  and  removal  of  the  biofilm  as  well  as  identifying  and  elimination  of predisposing factors.  Azole antifungal agents have been used widely in the treatment of candidosis and this has lead to an increasing resistance problem. Treatment with azoles may result in the selection of intrinsically resistant strains or strains that have acquired resistance to the antifungal agent in use.   Oral microorganisms may  be  the  primary  cause  of  oral mucosal  lesions  or  secondary invaders in non‐infectious inflammatory mucosal lesions. In either case, this may lead to dysplasia.  Microbes  have  been  recently  noted  to  have  a  more  significant  role  in  the development  of  different malignant  tumors.  Candidosis  has  been  linked  to  ulceration and malignant  development  in  the  oral  cavity  as  the  causative  agent  of  candidal  oral leukoplakia and oral epithelial dysplasia. The aim of this thesis was to understand what changes  have  occurred  in  chronic  candidosis  leading  to  drug  resistance  and  the carcinogenic potential of the infection. 
 14 
5  REVIEW OF THE LITERATURE  
5.1 Oral candidosis  
 
5.1.1 General 
Candida  species are part of  the normal  flora of  the oral cavity  in many  individuals but are normally only present in small numbers (Cannon and Chaffin, 1999). Therefore, in the absence of clinical signs or symptoms the presence of Candida reflects carriage and does  not  indicate  infection.    A  mean  carriage  rate  of  17.7%  (1.9‐62.3%)  in  healthy individuals  with  no  immunodefincies  or  clinical  symptoms  of  mucosal  infection  has been reported (Cannon and Chaffin, 1999) but large variations are seen according to the age,  general  health  and  general  state  of  the  oral  cavity  of  the  population  studied (Meurman  et  al.,  2007).  In  healthy  individuals  specific  and  non‐specific  defence mechanisms of the oral mucosa and saliva, as well as competition between the microbes of  the oral  flora keeps  colonization under  control  (Pankhurst, 2006; Samaranayake  et al., 2000). Infection occurs only when an opportunity arises either by the malfunction of the  local  or  systemic  defence mechanisms,  the  imbalance  or  alteration  of  the  normal flora,  or  poor  oral  hygiene  (Ghannoum et al., 2010). There has been an increase in the 
incidence of fungal infections due to the increasing number of immunosuppressed patients 
(Jin et al., 2003; López-Martinez, 2010).  
 Oral  candidosis  is  the  most  common  fungal  infection  in  humans  (Ellepola  and Samaranayake, 2000; Akpan and Morgan, 2002). The species most often isolated  from oral  candidosis  is  Candida  albicans  (Samaranayake  et  al.,  2000;  Akpan  and  Morgan, 2002;  Rautemaa  et  al.,  2006;  Coco  et  al.,  2008)  but  the  number  of  other  species including C. glabrata, C. krusei, C. parapsilosis, C. dubliniensis, C. tropicalis, C. kefyr and 
C. guilliermondii has been increasingly reported in patients receiving cancer therapy, patients 
with HIV, organ transplant recipients and patients receiving broad-spectrum antibiotics 
(Blignaut et al., 2002; Bagg et al., 2003; Rautemaa et al., 2006; Vazquez, 2007; Delgado et 
al., 2009; Dongari-Bagtzoglou et al., 2009; Schelenz et al., 2010). Repeated azole antifungal 
 15 
treatment is linked to the presence of these non-C. albicans species. Although all Candida 
spp. cause clinically similar mucositis there are differences in the invasiveness and antifungal 
susceptibilities. The non-C. albicans species are often resistant to commonly used azole 
antifungal agents (Delgado et al., 2009).  Although  oral  candidosis  is  a  superficial  infection,  if  left  untreated  or  treated ineffectively  in  severely  immunocompromised  patients,  Candida  may  penetrate epithelial  surfaces  and  increase  the  risk  of  deep  or  systemic  infection  with  high morbidity  and  mortality  (Gautam  et  al.,  2010;  Laudenbach  and  Epstein,  2009; Richardson, 2005). Invasive fungal infections are found to be a major complication and cause of morbidity and mortality in patients with neutropenia due to solid tumors and hematological malignancies (Viscoli et al., 1999).  Oral  candidosis may manifest  as  an  acute  (thrush)  or  chronic  infection. The  different clinical manifestation types are presented in Table 1 as described by Samaranayake et al.  (1991).  Acute  candidosis  is  typically  the  result  of  a  more  generalized  cause  (ie. antimicrobial or local corticosteroid treatment) when in turn chronic infection is a sign of  a more  profound  and  persistent  immunosuppressive  status.  Clinically  the  infection may  be  present  in  various  different  forms  making  diagnosis  challenging.  The  most typical  are  erythematous  and  pseudomembranous  (thrush)  forms,  which  are characterized by an inflamed mucosa with possible leukoplakic lesions associated with pain  and  soreness  of  the  mucosa  (Samaranayake  et  al.,  2000).  The  more  chronic manifestations  include erosive erythematous and hyperplastic  lesions, plaque‐like and nodular  type,  and  candidal  leukoplakia  (Samaranayake  et  al.,  2000).  The  main characteristic  in  chronic  candidosis  is  persistence  and/or  recurrence  of  infection. 
Candida‐associated  lesions  include  median  rhomboid  glossitis,  denture  stomatitis, angular  cheilitis  and  linear gingival  erythema. These  conditions are multifactorial  and often  include  candidal  infection  (Samaranayake  et  al.,  2000).  Abundant  yeast colonization has also been linked with progressive periodontal diseases (Järvensivu et al., 2004).  It  has  been  somewhat  unclear  whether  patients  with  recurring  oral  candidosis  are persistently colonized with the same strains for several years or whether recolonization 
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occurs after antifungal  treatment. Studies  that have  included one to  five patients have lead to the assumption that colonization is persistent (Franz et al., 1999; Martinez et al., 2002b;  Li  et  al.,  2006).  However,  results with  larger  patient  populations  are  lacking. Patients  with  long‐term  colonization  have  been  reported  to  foster  high‐persister 
Candida albicans cells that are extremely resistant to antifungal agents used (LaFleur et al., 2010).  
 
Table  1.  Classification  of  different  clinical  manifestations  of  oral  candidosis (Samaranayake et al., 1991). 
Acute  Chronic  Candida‐associated lesions Pseudomembranous  Hyperplastic  Denture stomatitis Erythematous         Nodular  Angular cheilitis          Plaque‐like  Median rhomboid glossitis   Erythematous  Linear gingival erythema 
     
 
 
5.1.2 Oral Candida biofilms 
 In  the  oral  cavity  Candida  rapidly  forms  complex  candidal‐bacterial  biofilm communities (Thein et al., 2009). Biofilms are three‐dimensional structures, consisting of  a  dense  network  of  yeast,  bacterial  and  filamentous  cells  embedded  in  a  self‐produced  extracellular  matrix  (Costerton  et  al.,  1995;  Donlan,  2002;  Ramage  et  al., 2002). It has been estimated that up to 80% of all microorganisms in the environment exist  in  biofilm  communities  and  over  65%  of  human  microbial  infections  involve biofilms in one way or another (Ramage et al., 2006; Thein et al., 2009). Microbial cells in a biofilm have been shown to be phenotypically different from planktonic cells due to alterations  in  gene  expression  and  gene‐expression  is  different  at  the  developmental and mature biofilm phases (Costerton et al., 1995; Yeater et al., 2007). In C. albicans the regulation of biofilm formation seems to differ according to oxygen levels. Regulators of 
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biofilm formation in normoxic conditions have been shown to have no effect on biofilm development during hypoxia (Stichernoth and Ernst, 2009).  Biofilms in the oral cavity form easily on the acrylic surface of dentures, on orthodontic appliances, on the surface of teeth and fillings, on tongue and lip tooth jewellery, on the surface  of  endotracheal  tubes  and  on  the  oral mucosa  (He  et  al.,  2006;  Hibino  et  al., 2009; Thein et al., 2009). Candida strains in biofilms have been shown to be intrinsically resistant  to  antifungal  treatment,  especially  fluconazole,  and  they may  become highly resistant  to many  antifungal  agents  and host  immune defences  (Chandra  et  al.,  2001; Ramage et  al., 2002; Nett et al., 2007; Seneviratne et  al., 2008; Watamoto et al., 2009; Ramage et al., 2009). C. albicans is able to switch from unicellular yeast to pseudohyphal and  hyphal  forms  and  the  affinity  of  Candida  to  form  biofilms  is  due  to  this  ability (Watamoto  et  al.,  2009). Hyphae  and  extrapolymeric material  enable  the adhesion  to surfaces and other cells and help maintain the structure of the biofilm (Jin et al., 2003). The penetration of antifungal agents into biofilms is not good and penetration has been shown  to be  slow especially  in mixed yeast‐bacteria biofilms  (Al‐Fattani  and Douglas, 2004). However,  the biofilm‐forming ability of C. albicans does not seem contribute to an  increased  level of yeast carriage  in high‐risk patients (Jin et al., 2003). Glucose has been shown to increase biofilm formation and adhesion of C. albicans in the oral cavity (Nikawa et al., 1997).   
5.1.3  Carbohydrate metabolism in Candida albicans 
Yasts  are  microorganisms  that  derive  their  energy  in  the  form  of  ATP  from  the breakdown of organic compunds. Carbohydrates are the primary and preferred source of  metabolic  carbon  in  yeasts  and  are  used  for  generating  energy  and  producing biomolecules  (Askew  et  al.,  2009).  However,  pathogens  must  also  show  metabolic flexibility and be capable of using other carbon sources to be able  to survive  in a host (Barelle  et  al.,  2006;  Kusch  et  al.,  2008;  Ramirez  and  Lorenz,  2007).  Alternative metabolic pathways have an  impact on  the pathogenecity and virulence  in C. albicans (Barelle  et  al,  2006;  Rodaki  et  al.,  2006;  Ramirez  and  Lorenz,  2007).    Glucose  and sucrose promote candidal adhesion and colonization in the oral mucosa (Samaranayake 
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and MacFarlane, 1982).  High levels of pyruvate have been proposed to affect virulence by its metabolite acetoacetate, which interferes with neutrophil function (Saeed, 2000). After exposure to human neutrophils or macrophages a shift from fermentative to non‐fermentative  metabolism  and  downregulation  of  glycolytic  genes  is  noted  (Rubin‐Bejenato et al 2003; Lorentz et al, 2004; Barelle et al., 2006). Following phagocytosis by leukocytes the glyoxylate cycle and gluconeogenesis are activated (Barelle et al., 2006). In Candida biofilms, in turn, amino acid biosynthetic genes are shown to be upregulated (Barelle et al, 2006). 
 
5.1.3.1 The main carbohydrate metabolic routes 
The major  source of  energy  in Candida  is  glucose  (Flores et  al.,  2000). Carbohydrates are  first  converted  to glucose 6‐phosphate or  fructose 6‐phosphate, which  then enter the  glycolytic  pathway  where  the  phosphates  are  converted  into  pyruvate,  the  main metabolite (Askew et  al., 2009).   Pyruvate  is  further used  in the production of energy either by respiration, i.e. the oxidation to CO2 that mainly takes place in the presence of oxygen, or by fermentation to ethanol in the absence of oxygen (De Deken, 1966; Flores et  al.,  2000).  Of  the  two,  respiration  is  much  more  energetically  efficient  since  it produces additional ATP (Askew et al., 2009). 
Candida  albicans  prefers  to  oxidase  or  utilize  carbohydrates  through  the  respiration pathway  in  aerobic  conditions  and  resorts  to  fermentation  only  in  low  oxygen conditions (Askew et al., 2009). This is in contrast to Saccharomyces cerevisiae, which is a  Crabtree  positive  yeast  which  prefers  to  metabolize  sugars  through  fermentation during  growth  at  high  glucose  levels  (DeDeken,  1966).  S.  cerevisiae  mainly  ferments sugars to ethanol even in aerobic conditions instead of using respiration. In contrast to 
S.  cerevisiae,  in  hypoxic  conditions  C.  albicans  has  been  shown  to  up‐regulate  the ergosterol  synthesis,  glycolytic  pathway  and  genes  involved  in  fermentation,  while reducing the expression of respiratory genes involved in oxidative metabolism (Setiadi et  al.,  2006;  Ernst  and  Tielker,  2009;  Synnott  et  al.,  2010).  Glycolytic  genes  can  be rapidly  induced before  subsequently declining  in hypoxic  conditions  (Stichernoth and Ernst, 2009). 
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Due  to  the  importance  of  glycolysis  in  the  energy  production of Candida,  it  is  strictly regulated  and  it  has  been  shown  to  be  upregulated  during  infection  affecting  the virulence of  the pathogen (Askew et al., 2009). The regulation  is  thought  to be mainly through  transcriptional  regulation  in  response  to  environmental  conditions  such  as oxygen  level,  carbon  sources  as well  as metabolite  concentrations,  growth  phase  and energy needs (Rodaki et al., 2006; Kusch et al., 2008; Askew et al., 2009). Two fungal‐specific activators of the glycolytic pathway, Tye7p and Gal4p, have been identified in C. 
albicans  (Askew  et  al.,  2009).  Deleting  both  genes  resulted  in  severe  growth  defects when respiration was inhibited or oxygen was limited (Askew et al., 2009). 
During respiration pyruvate enters the mitochondrial matrix where it is decarboxylated to  acetyl  co‐factor  A  (CoA)  by  the  pyruvate  dehydrogenase  multi  enzyme  complex (Figure 1). Acetyl CoA  is  then utilised by the tricarboxylic acid (TCA) cycle where  it  is completely  oxidized  to  give  CO2,  NADH  and  FADH2.  An  alternative  mode  of  glucose oxidation  is  the  pentose  phosphate  pathway,  which  provides  the  cell  with  pentose sugars  and  cytosolic  NADPH,  necessary  for  biosynthetic  reactions  such  as  the production of fatty acids, amino acids and sugar alcohols (Flores et al., 2000). The redox carriers,  NAD  and  FAD,  which  become  reduced  during  the  breakdown  of  sugars  to NADH and FADH2 are  reoxidized  in the  respiratory  chain. The energy  released during the transfer of electrons is coupled to the process of oxidative phosphorylation, which is effected by ATP synthase (Flores et al., 2000). 
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Figure 1. Carbohydrate metabolism in C. albicans in normoxic and hypoxic conditions. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
5.1.3.1.1    The pyruvate bypass­pathway 
During alcoholic fermentation acetyl CoA can also be formed in the cytosol through the pyruvate  bypass‐pathway  (Pronk  et  al.,  1996;  Flores  et  al.,  2000).  Pyruvate  is decarboxylated  to  pyruvate  decarboxylase,  which  is  reducted  to  acetaldehyde  by enzyme  pyruvate  decarboxylase  (Pdc).  Acetaldehyde  may  be  either  metabolized  to acetate by acetaldehyde dehydrogenase  (Ald) or  to ethanol by alcohol dehydrogenase (Adh).  Acetyl  CoA  is  synthesized  from  acetate  by  acetyl  CoA  synthetase  (Flores  et al., 2000).  During  the  process  NADH  is  re‐oxidated  to  NAD.  The  formed  acetyl  CoA  is transported  into the mitochondria and the reaction “by‐passes”  the action of pyruvate dehydrogenase (Pronk et al., 1996). The protein levels of Pdc11 are altered in response 
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to  amphotericin  B,  ketoconazole  and  caspofungin  exposure  and  the  protein  levels  of Adh2 in response to ketoconazole exposure (Hoehamer et al., 2010).  
 
Figure 2. The pyruvate bypass‐pathway.  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
5.1.3.2  Ethanol metabolism in Candida albicans 
As mentioned  above  ethanol may  be  produced  from pyruvate  during  fermentation  in 
Candida spp. Candida,  in  addition  to other yeast  species, has also  the ability  to utilize ethanol  as  a  carbon  and  energy  source.  The  switch  from  production  to  utilization  of ethanol  is  catalyzed  by  alcohol  dehydrogenases,  enzymes  that  catalyze  the  reversible reduction of acetaldehyde to ethanol (Flores et al., 2000). The direction of the reaction is  determined  by  the  kinetic  and  regulatory  characteristics  of  the  enzymes  and  the regulation  of  the  genes  encoding  them.  It  has  been  shown  in  S.  cerevisiae  that  the 
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exposure of the yeast to ethanol causes a consideralble delay in growth and inhibits the glycolytic  rate  while  increasing  glycerol  production  (Vriesekoop  et  al.,  2007).  The inhibition is bypassed with addition of acetaldehyde to yeast cultures and results in an increase in glycolytic flux (Vriesekoop et al., 2009).  
 
5.1.3.2.1  Alcohol dehydrogenase in C. albicans 
Five alcohol dehydrogenase isoenzymes have been identified in S. cerevisiae (Maestre et al.,  2008).  In  S.  cerevisiae Adh1p  oxidizes  acetaldehyde  to  ethanol  and  is  induced  by glucose.  The  conversion  of  ethanol  to  acetaldehyde  is,  in  turn,  catalyzed  by  Adh2p, which is repressed by glucose (Yu et al., 1989; Donoviel et al., 1996). In C. albicans only one isoenzyme, Adh1, has been identified to catalyze the reaction between acetaldehyde and  ethanol  (Bertram,  1996).  Adh1  has  been  assumed  to  function  in  a  bidirectional manner  by  metabolising  ethanol  into  acetaldehyde  and  producing  ethanol  from acetaldehyde  (Bertram  et  al.,  1996).  The  gene  ADH2  of  Candida  albicans  has  been identified (Jones et al., 2004), yet its role in ethanol metabolism is still uncertain. 
The  ADH1  gene  has  been  shown  to  encode  a  functional  alcohol  dehydrogenase orthologue in C. albicans (Bertram et al., 1996). The gene shows a strong homology to the ADH1  (74,5%  identity), ADH2  (70,5%  identity)  and ADH3  (70,8%  identity)  genes from  S.  cerevisiae  and  the  KlADH2  (71,5%  identity),  KlADH3  (74,9%  identity)  and 
KlADH4  (74,5%  identity)  genes  from Kluyveromyces  lactis  (Bertram  et  al.,  1996).  The sequence of  the encoded protein AdhI was  likewise homologous (84% identity)  to  the alcohol dehydrogenases from S. cerevisiae and K. lactis (Bertram et al., 1996).  
The expression levels of ADH1 mRNA have been studied during different growth phases (Bertram  et  al.,  1996).  The  level  of  mRNA was  found  to  be  low  in  early  exponential growth phase, reached  its maximum in  late exponential phase and decreased again to low levels by stationary phase. The decrease of ADH1 mRNA occurred when glucose was exhausted from the medium and at the point where ethanol began to be utilized. During growth  on  ethanol  levels  of ADH1  mRNA  were  shown  to  be  at  their  lowest.  Alcohol dehydrogenase specific activity increased likewise during exponential growth phase but 
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remained  high  even  after  ADH1mRNA  levels  decreased.  This  finding  indicates  that mRNA levels and protein levels might not correlate closely at all growth points.  
The enzyme AdhI has been shown to act as an immunogen during candidosis (Swoboda et al., 1993; Pitarch et al., 2004), especially in APECED patients (Peterson et al., 1996). Pdc11  and  Acs2  from  the  pyruvate  bypass‐pathway  have  also  been  identified  as immunogens in systemic candidosis (Pitarch et al., 2004). Alcohol dehydrogenases in C. 
albicans bind to human plasminogen with high affinity (Crowe et al., 2003). Binding to plasminogen  activates  fibrinolytic  plasmin  and  enhances  the  potential  for  candidal tissue invasion and necrosis. A role of alcohol dehydrogenase in adhesion has also been proposed (Klotz et al., 2001). Alcohol dehydrogenase activity seems to limit the ability of C. albicans to produce biofilms (Mukherjee et al., 2006). Adh1 has been shown to be more abundant in biofilms than in planktonic cells, while Pdc11 has been shown to be more abundant in planktonic cells (Martinez‐Gomariz et al., 2009). 
 
5.1.4 Host defence mechanisms against candidosis 
Local  defence mechanisms  have  a  key  role  in  keeping  colonization  by Candida under control  in  the  oral  cavity  (Ueta  et  al.,  2000).  Invasion  of  the  oral mucosa  by Candida triggers the host innate immunity and local inflammatory reaction (Ali et al., 2005). The defence  mechanisms  include  the  physical  local  barrier  of  the  epithelium;  salivary factors  such  as  flow  rate,  lysozyme,  histatins,  and  lactoferrin;  polymorphonuclear leukocytes  (PMN)  secreted  from  the  periodontal  tissue;  antimicrobial  peptides;  and secretory  immunoglobulin A  (sIgA),  the major  immunoglobulin  in  saliva  (Cannon and Chaffin, 1999; Ueta et al., 2000).  
According to the study by Ueta et al. (2000), the level of non‐stimulated and stimulated saliva flow rates, sIgA levels and lactoferrin levels were decreased in patients with oral candidosis  compared  to  controls.  Saliva  from  patients  with  oral  candidosis  showed lesser  inhibition on growth of C. albicans  than saliva  from controls.   PMNs  in saliva of patients with oral candidosis produced smaller amounts of superoxide than in saliva of control  parients.  Fukushima  and  colleagues  also  noted  a  significant  difference  in  the 
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levels  of  sIgA  in  asthmatic  patients  receiving  inhaled  corticosteroids  and  with  oral candidosis compared to control patients with no signs of oral candidosis (Fukushima et al.,  2005).  Neutrophils  and  mononuclear  phagocytic  cells  are  capable  of  ingesting  C. 
albicans cells (Cannon and Chaffin, 1999). The components of the classic and alternative complement  pathways  may  also  be  activated  by Candida  leading  to  phagocytosis  by macrophages and neutrophils.  
 
5.1.5 Predisposing factors for oral candidosis 
Oral  candidosis  is  an  opportunistic  infection  and  infection  is  a  sign  of  the  host’s impaired  local or  systemic defence mechanisms  that allow pathogenic  transformation (Akpan and Morgan, 2002). Predisposing factors leading to infection may be either local or systemic and either random (short‐term) or persistent (long‐term). The nature of the factors affects the duration and prognosis of the infection. Occasionally more than one predisposing factor exists leading to a potentiated risk of infection. It is crucial for the success  of  treatment  of  candidosis  that  predisposing  factors  are  identified  and eliminated or taken into consideration in the treatment of oral candidosis.  
 
5.1.5.1 Local factors 
Local short‐term predisposing factors include poor oral hygiene, mechanical intubation and  ventilation  (leading  to  a  decrease  of  salivary  flow  and  rinsing)  and  local administration of corticosteroids. An acidic growth environment may favour the growth of  yeast  species  and  therefore  conditions  such  as  gastro‐oesophagial  reflux disease  is also  considered  a  predisposing  condition  to  candidosis  of  the  oral  cavity  and oesophagus and according to the nature of the reflux may be considered short‐term or long‐term (Prusinski et al., 2002; Kiehne et al., 2005).  Local  long‐term  predisposing  factors  include  decreased  saliva  flow  (e.g.  due  to medication,  Sjögren’s  syndrome  and  radiation  therapy),  dentures,  orthodontic appliances and local mucosal lesions or diseases (e.g.  lichen planus) (Ueta et al., 2000; 
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Daniluk  et  al.,  2006;  Campisi  et  al.,  2008;  Hibino  et  al,  2009;  Zeng  et  al.,  2009; Jainkittivong et al., 2010). Periodontal pockets, gingivitis, caries and retained roots have been associated with increased Candida carriage leading to infection (Järvensivu et al., 2004;  Wang  et  al.,  2006).  Oral  cancer  itself  is  a  risk  factor  for  oral  candidosis  and patients  who  have  received  radiation  therapy  show  even  higher  incidence  rates  of 
Candida and candidosis (Jham et al., 2008; Deng et al., 2010).   Yeasts have a unique ability to adhere to artificial materials (He et al., 2006; Ramage et al,  2006).  In  the  oral  cavity,  yeasts  rapidly  form  a  biofilm  on  surfaces  such  as  teeth, tooth fillings, dentures, orthodontic appliances and tongue or lip jewelery. The biofilms are a potential source of infection if not cleaned thoroughly and regularly (Coulthwaite and Verran, 2007; Coco et al., 2008).   
5.1.5.2 Systemic factors 
Systemic short‐term predisposing  factors  for oral Candida  infection  include the use of wide‐spectrum antibiotics  that  alter  the balance of  the normal  flora  in  the oral  cavity (Soysa et al., 2008). Systemic long‐term predisposing factors often cause a persistent or chronic infection the treatment of which is more challenging than that of acute infection. Acquired or  inborn deficiencies of humoral or  cell‐mediated  immunity  (e.g. HIV, AIDS and  diabetes  mellitus),  malignancies  (e.g.  leukemia  and  advanced  carcinoma), malnutrition  and,  inhaled  corticosteroids  and  immunosuppressants are among well 
known predisposing factors  (Lamey  et  al.,  1988;  Boschman  et  al.,  1998;  Blignaut  et  al., 2002; Bagg et al., 2003; Fukushima et al., 2005; Soysa et al., 2006; Delgado et al., 2009; Motta‐Silva  et  al.,  2010).  Transplant  recipients  are  a  risk  group  due  to immunosuppressive medication  (Dongari‐Bagtzoglou  et  al.,  2009).  Approximately  80‐90%  of  patients  with  AIDS  have  been  estimated  to  develop  oral  candidosis  at  some stage  (Vazquez,  2007).  In  the  study  by  Schelenz  and  colleagues,  over  ten  percent  of 1000 cancer patients were reported to have signs of oral candidosis and no significant difference in the incidence of oral candidosis between patients with solid tumors, head and neck cancer or hematological malignancies (Schelenz et al., 2010). Old age has also been  suggested  to  be  a  risk  factor  (Campisi  et  al.,  2008).  However,  there  is  debate whether  age  itself  predisposes  to  oral  candidosis  or whether  oral  candidosis  is  seen 
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more  often  in  the  elderly  due  to  accompanying  illnesses  (Weerasuriya  and  Snape, 2008). 
 
5.1.6 Treatment of oral candidosis 
As  oral  candidosis  is  a  biofilm  infection,  adequate  treatment  requires  the mechanical disruption  and  removal  of  the  biofilm.  Predisposing  factors  should  be  identified  and treated  or  minimized  to  prevent  relapse  and  successfull  treatment.  Prior  to  the treatment of oral candidosis the level of oral hygiene, the condition of the dentures, and general condition of  the oral cavity should be assessed as poor oral hygiene  increases colonization  by  Candida  (Coco  et  al.,  2008).  Resurfacing  the  denture  base  efficiently disinfects  the dentures as well  as  improves  their  fit  and  is often necessary  to prevent relapse of  the mucositis. Cracks within  the denture act  as yeast  reservoirs, which are not removable by mechanical brushing (Ramage et al., 2004).  In addition to minimizing local predisposing  factors, systemic  factors  including  inadequate technique  in  inhaling corticosteroids, gastro‐oesophageal reflux, unbalanced diabetes and deficiencies should be addressed. The penetration of antifungal agents into biofilms is not good and without the disruption of the biofilm the therapy will not succeed and low drug concentrations will lead to the selection of resistant strains.   There  are  three  groups  of  antifungals  effective  against  yeasts:  polyenes,  azoles  and echinocandins. The most commonly used antifungal agents are the azoles  fluconazole, itraconazole  and  ketoconazole;  and  the  polyene  amphotericin B.    Oral  candidosis  is  a superficial  infection and the  first  line treatment should be topical  in generally healthy patients  with  uncomplicated  infection.  Systemic  medication  should  be  used  in complicated oral candidosis in immunocompromised patients and preferably alongside topical  therapy  (Akpan  and  Morgan,  2002).  This  often  decreases  the  dose  of  the systematic  drug  needed.  Patients  with  relapsing  candidosis  should  be  treated  with antifungal  agents  that  have  the  lowest  risk  for  development  or  selection  of  resistant strains. In conclusion, the choice of antifungal treatment depends on the immunological status  of  the  patient,  the  surface  area  of  erosive  lesions  and  the  chronicity  of  the predisposing factors.   
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5.1.6.1 Topical treatment 
 High local drug levels are obtained with topically administered antifungal agents. Drug interactions and side effects are not a significant problem as topical agents are usually not absorbed significantly  from  the digestive  tract. This permits  their use also during pregnancy and lactation.  Chlorhexidine solution, in the form of a 0.2% mouthwash, is effective against yeast and bacteria (Ellepola and Samaranayake, 2001; Calamari et al., 2011). It has been found to be  an  effective  choice  of  treatment  in  patients  with  poor  oral  hygiene.  Commercial mouthwashes  have  been  shown  to  be  effective  against C.  albicans  biofilms  and  they were able to reduce the biofilm viability by 80%. The mouthwashes were more effective than  azole  antifungal  agents  in  the  treatment  of  oral  candidosis  (Ellepola  and Samaranayake, 2001).  Nystatin  is  the  most  widely  used  topical  antifungal  agent  for  the  treatment  of  oral candidosis  and  is  often  the  first‐line  choice  (Akpan  and  Morgan,  2002;  Niimi  et  al., 2010). It is a polyene antifungal agent that binds to ergosterol in fungal cell membranes and  alters  cell  membrane  permeability  (Laudenbach  and  Epstein,  2009).  It  is  not absorbed  from  the gastrointestinal  tract, which  limits  its use  to  topical  administation. Nystatin  has  not  been  shown  to  be  particularly  effective  in  patients  with  HIV/AIDS (Pons et al., 1997). 
Amphotericin B  is  a polyene antifungal  agent  that has been  in use  since  the 1950s.  It binds  to  fungal  plasma membrane  ergosterol  and  forms  a  channel  through which  the cell leaks potassium ions resulting in a disruption of the proton grandient of the cell and causes oxidative damage to cell plasma membranes (Vanden et al., 1987). Depending on the  concentration  it has a  fungistatic or  fungicidal  effect  (Ellepola and Samaranayake, 2000).  It  is  broad  spectrum  and  a  similar  mode  of  action  as  nystatin  (Akpan  and Morgan, 2002).  It  is not absorbed well  from the gastrointestinal  tract and  is  therefore used topically. 
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Miconazole  is  a  synthetic  imidazole  antifungal  agent.  It  inhibits  the  synthesis  of ergosterol  and  accumulates  reactive  oxygen  species  in  the  yeast  cell  leading  to  cell death  (Laudenbach  and  Epstein,  2009).  It  possesses  the  ability  to  initiate  the accumulation  of  peroxide  molecules,  resulting  in  cell  death  (Fothergill,  2006). Imidazoles are fairly insoluble (Niimi et al., 2010). Miconazole is one of the longest used topical antimycotic agents available for the treatment of fungal infections of the mucosa or skin. Miconazole becomes readily absorbed from the digestive tract and as an azole antifungal  agent  exhibits  several  drug  interactions  and  is  therefore  not  suitable  for patients with multiple medications but rather for uncomplicated infections in generally healthy patients. Repeated use of miconazole may, however, cause a risk  for selection and enrichment of azole‐resistant strains, and can subsequently predispose the patient to a life‐threatening fluconazole‐resistant infection later in life (Rautemaa et al., 2008b). A number of studies have suggested that certain sub‐populations of C. albicans strains display resistance to miconazole (Barasch and Griffin, 2008). However, in many studies it has been proven to be active against isolates with decreased susceptibilities to other antifungal agents, i.e. fluconazole (Isham and Ghannoum, 2009). 
Clotrimazole  is  a  synthetic  azole  antifungal.  It  binds  to  the  fungal  cell  membrane altering  permeability  and  leading  to  the  loss  of  essential  intracellular  elements (Laudenbach  and  Epstein,  2009).  Interactions  with  tacrolimus,  cyclosporine, bemzodiazepines and HMG‐CoA reductase inhibitors have been described (Laudenbach and Epstein, 2009). Clotrimazole has been shown to be effective against oral candidosis in the early stages of HIV (Vazquez, 2007).  
 
5.1.6.2 Systemic treatment  
Systemic  antifungal  therapy  in  the  treatment  of  oral  candidosis  is  used  mainly  in complicated refractory infections that do not respond to topical treatment or in patients at  risk  of  acquiring  a  systemic  infection  (Akpan  and  Morgan,  2002).  Systemic medication in uncomplicated infections should be mainly comprised of azole antifungal agents fluconazole and itraconazole and they should be used with high enough doses to reach  efficient  therapeutic  levels  (Pappas  et  al.,  2004).  The  use  of  the  newer  broad‐
 29 
spectrum  azoles,  posaconazole  and  voriconazole,  should  be  restricted  to immunocompromised patients and to patients with severe  infection resistant  to other drugs based on susceptibility testing. 
Triazole  antifungal  agents  inhibit  ergosterol  synthesis  in  the  yeast  cell membrane  by binding to and inhibiting P450 14α‐lanosterol demethylase, encoded by ERG11 gene. This inhibits cell wall formation leading to accumulation of toxic sterol pathway products in the  yeast  cell  (Niimi  et  al.,  2010).  Azoles  are  fungistatic  for C.  albicans  (Niimi  et  al., 2010).  All  of  the  currently  used  azole  antifungal  agents  have  several  interactions  (i.e. with  phenytoin,  midazolam,  rifabutin,  cyclosporine,  cisapride,  omeprazole  and tacrolimus),  side  effects  and  contraindications,  which  limit  their  use  (Vazquez,  2007; Maschmeyer and Haas, 2006).  
Fluconazole has been  largely used  as  treatment and prophylaxis  in oral  candidosis  in HIV  and AIDS  patients  (Vazquez,  2007;  Pienaar  et  al.,  2010). Prolonged  and  repeated exposure  to  low‐dose  fluconazole  is  associated  with  development  of  resistance  in C. 
albicans and selection pressure to non‐Candida albicans  species (Loeffler and Stevens, 2003; Richardson, 2005; Rautemaa et al., 2007a; Mann et a., 2009; Pienaar et al, 2010).  
Itraconazole has a broader  spectrum of  activity  compared  to  fluconazole  (Niimi et  al., 2010).  It  is  well  absorbed  but  is  contraindicated  for  certain  conditions  including congestive  heart  failure  and  left  ventricular  dysfunction  (Laudenbach  and  Epstein, 2009).  It  is  best  absorbed  from  an  oral  solution  and  is  secreted  into  the  mucous membrane. 
Ketoconazole is an imidazole antifungal agent and was the first orally available azole. It was  largely  used  for  the  treatment  of  CMC  (Loeffler  and  Stevens,  2003).    The  use  of ketoconazole is limited due to its possible hepatotoxic effects (Vazquez, 2007). Systemic absorption  may  be  reduced  during  use  of  H2‐receptor  antagonists  (cimetidine, ranitidine),  sucralfate,  antacids,  didanosine  and  proton  pump  inhibitors  (omeprazole and lansoprazole) (Vasquez, 2007). 
Voriconazole  and  posaconazole  are  second‐generation  azole  antifungal  agents with  a broad spectrum of activity and a much higher efficacy than fluconazole (Vazquez, 2007; 
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Maschmeyer and Haas, 2006). Posaconazole is available only as an oral solution. Their use should be restricted to  immunocompromised patients and to patients with severe infection  showing  fluconazole‐  and  itraconazole‐resistant  strains of Candida  (Skiest  et al.,  2007).  Posaconazole  has  been  shown  to  be  effective  against  multiresistant  C. 
albicans  isolates  from  APECED  patients  (Rautemaa  et  al.,  2008a).  In immunocompromised  patients  it  is,  however,  often  beneficial  to  use  systemic  and topical antifungals in combination or systemic antifungals together with chlorhexidine oral rinse. 
The  echinocandin  antifungal  drugs  (caspofungin,  anidulafungin  and micafungin)  have proven  to  be  active  against  C.  albicans  isolates  with  decreased  susceptibility  to fluconazole  (Pfaller  et  al.,  2010;  Rautemaa  et  al.,  2008a).  However,  there  have  been reports  on  increasing MICs  in Candida  spp.  to  caspofungin  after  prolonged  treatment (Hernandez  et  al.,  2004;  Pasquale  et  al.,  2008).  They  inhibit  β(1,3)‐glucan  synthase acitivity and the synthesis of the major component of the fungal cell wall, β(1,3)‐glucan (Niimi et al., 2010; Sanglard and Odds, 2002). They are administered parenterally and their use is limited to systemic and invasive candidal infections.   
 
5.1.6.3 Antifungal prophylaxis for oral candidosis 
In cases of recurrent oral candidosis where the local and systemic predisposing factors have been eliminated or minimized prophylactic medication with antifungal agents may be considered. Fluconazole was used widely as prophylaxis in patients with high risk for oral candidosis, such as HIV and APECED patients, in the 1990s (Marr, 2008; Rautemaa et  al.,  2007a).  This  lead  to  the  selection  of  C.  albicans  isolates  with  reduced susceptibilities  to azoles  (Mann et  al., 2009; Rautemaa, 2007a) and  in  the  selection of more resistant spp. of Candida,  i.e. C. glabrata and C. krusei (Mann et al., 2009). Due to these reports continuous or repeated fluconazole prophylaxis should be avoided where possible. Echinocandin prophylaxis has been reported, in turn, to result in mold break‐through infections (Madureira et al., 2007).  
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Topical antifungal agents, nystatin or amphotericin B, should be the primary choice for prophylactic treatment of oral candidosis. However, the use of nystatin for prophylaxis is  not  universally  accepted;  in  a  large  systematic  review  by  Gotzsche  and  Johansen (2002)  the  effect  of  nystatin  was  found  to  be  similar  to  placebo  against  Candida colonization.  Posaconazole  has  been  used  for  prophylaxis  in  APECED  patients;  it  is available in oral solution and yields a local and systemic effect. 
In conclusion, the use of prophylaxis and choice of antifungal agent should be carefully assessed  to  reduce  the  chance  of  drug  resistance  and  no  drug  seems  superior  to another.  In  immunocompromised  patients  primary  or  secondary  prophylaxis  with fluconazole or itraconazole may in some cases be appropriate.  
5.1.7 Antifungal resistance in oral candidosis 
Resistance  in  general,  is  used  to  describe  the  insensitivity  of  a  microbe  to  an antimicrobial  agent.  It  is  tested  in  vitro  and  determined  as  the  minimum  inhibitory concentration  (MIC).  MIC  is  defined  as  the  lowest  concentration  of  an  antimicrobial agent that will inhibit the visible growth of a microorganism. Resistance can also occur as  clinical  resistance,  i.e.  failure  of  an  appropriate  antimicrobial  therapy  to  result  in desired clinical response. Primary, or intrinsic, resistance is one that is observed before exposure  to  the  drug  in  question.  Secondary,  or  acquired,  resistance  develops  after exposure  to  an  antifungal  agent  and  may  be  either  reversible  or  permanent  due  to genetic alterations (Sanglard and Odds, 2002).   
The susceptibilities of different Candida species towards the different antifungal agents vary remarkably (Boschman et al., 1998). Strains of C. albicans have generally remained susceptible to all most commonly used topical and systemic antifungals, whereas non‐
albicans Candida species frequently exhibit decreased susceptibility, especially towards drugs  of  the  azole  group.  Some Candida  species,  such  as C.  glabrata,  C.  krusei, and C. 
inconspicua  are  innately  resistant  to  fluconazole  (Boschman  et  al.,  1998;  Niimi  et  al., 2010). 
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Resistance to  the recommended topical antifungal agents nystatin and amphotericin B is rare. Nystatin and amphotericin B bind to ergosterol on the plasma membrane of the yeast  cell  and  therefore  alteration  in  the  lipid  composition  leading  to  decrease  in  the level of ergosterol leads to resistance. Some isolates of C. lusitaniae, C. lipolytica and C. 
guilliermondii have shown intrinsic resistance to nystatin and amphotericin B (Loeffler and Stevens, 2003).  
Resistance  to azole antifungal  agents has  increased markedly  in  the past years due  to increased  and  widespread  use  of  systemic  azole  antifungal  agents,  especially fluconazole, miconazole and ketoconazole  (Rautemaa et  al.,  2008b).  Several  clinical C. 
albicans  strains  have  been  shown  to  develop  azole  resistance  after  azole  exposure (Lopez‐Ribot et al., 1998, 1999; Martinez et al., 2002b; Rautemaa et al., 2007a; Niimi et al.,  2010).  Continual  and  recurrent  azole  treatment  of  severely  immunocompromised patients  has  lead  to  the  selection  of  innately  resistant  strains  or  development  of secondary  resistance  in  previously  susceptible  C.  albicans  isolates  esistance  due  to alterations  in  gene  expression  or mutations  (Lopez‐Ribot  et  al.,  1999; Martinez  et  al., 2002a, 2002b; Mann et al., 2009; Rautemaa et al., 2007a, 2008a).  
It is suggested that several phenotypes of C. albicans may coexist during candidosis and thereby develop resistance where many mechanisms act in conjunction (Lopez‐Ribot et al.,  1999). Re‐isolation of  the primary  strain after  the end of  azole exposure has been observed  (Franz  et  al.,  1999).  This  suggests  that  azole  treatment  does  not  eliminate entire  strains  but  that  a  small  population  of  strains  may  remain  even  during  azole treatment.  The  eradication  of  the  strains  is  often  difficult  and  patients  remain permanently  colonized  with  resistant  strains  despite  effective  treatment.  It  was previously  suggested  that  only  long‐term  exposure  to  azoles  leads  to  resistance  but there  is  proof  that  even  a  short  exposure  may  lead  to  the  development  of  resistant strains due to alterations in gene expression (Marr et al., 1998).  
Cross‐resistance  to  other  azoles  in  fluconazole  resistant  strains  is  common  due  to  a common  target;  azole  antifungal  agents,  including  fluconazole,  inhibit  ergosterol synthesis  in  the yeast  cell membrane by binding  to and  inhibiting P450 14α‐lanosterol demethylase (White, 1997). However, cross‐resistance to amphotericin B is rare (White, 1997;  Rautemaa  et  al.,  2008a).  The  echinocandin  caspofungin  seems  to  have  good 
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activity against C. albicans isolates with resistance to azole antifungal agents and cross‐resistance has not been reported (Bachmann et al., 2002; Rautemaa et al., 2008a).  
 
5.1.7.1 Resistance in Candida biofilms 
Biofilms  are  complex  structures  and  have  an  increased  cell  density  and  extracellular matrix leading to a diminished penetration of antifungal agents. Biofilm cells have been reported to be up to 500 times more resistant  to antibacterial drugs (Costerton et  al., 1995; Stewart  and  Costerton,  2001).  Elevated MICs  for  polyenes  and  azole  antifungal agents are commonly reported in Candida biofilms (Chandra et al., 2001; Ramage et al., 2006; Watamoto et al., 2009). In addition to the biofilm architecture, intact yeast cells in biofilms  have  altered  gene  expression  that  may  lead  to  resistance  (Costerton  et  al., 1995).  Mutants  lacking  the  ability  to  form  hyphae  have  been  shown  be  similarly resistant  to  azole  antifungal  agents  as wild  type  cells  leading  to  the  assumption  that filamentation is not the major determinant of antifungal resistance in Candida biofilms (Watamoto et al., 2009). Amphotericin B and echinocandins are effective against yeast biofilms  (Kuhn  et  al.,  2002;  Bachmann  et  al.,  2003).  However,  recent  studies  have confirmed resistance in C. albicans biofilms also to these two compounds (Watamoto et al., 2009).  
5.1.8 Molecular mechanisms of azole resistance in C. albicans 
All azole antifungal agents  target cytochrome P450 (Erg11p), which  is  involved  in the 14α‐demethylation  of  the  lanosterol  molecule,  necessary  for  the  biosynthesis  of ergosterol  (Sanglard,  2002).  Azoles  bind  onto  Erg11p  and  inactivate  it  leading  to decreased  production  of  ergosterol  (Figure  3  A).    Ergosterol  is  the  essential  fungal‐specific  main  sterol  component  of  the  fungal  plasma  membrane,  which  maintains membrane functions in the yeast cell (Sanglard, 2002; Morschhäuser, 2002). There are many molecular mechanisms of resistance to azole antifungal agents in C. albicans and they affect either the binding of azoles to Erg11p, the amount of Erg11p in the yeast cell or  the  amount  of  the  drug  in  the  yeast  cell  (Figure  3).  In  most  clinical  isolates  with 
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resistance  multiple  mechanisms  conferring  resistance  are  identified  (White,  1997; Lopez‐Ribot et  al.,  1998; Franz et  al.,  1998; Perea et  al.,  2001)  (Figure 3 E). The main genes conferring azole resistance are presented in Table 2. 
 
Figure 3. The main mechanisms of azole resistance in a C. albicans cell. 
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Table 2. The main genes and their main transcriptional regulators contributing to azole antifungal resistance in C. albicans.  
Gene  Encodes  Main regulator  Main mechanism contributing to resistance 
CDR1  ABC efflux transporters  TAC1  GOFs in TAC1 leading to overexpression of CDR1 
CDR2  ABC efflux transporters  TAC1  GOFs in TAC1 leading to overexpression of CDR2 
MDR1  MFS efflux transporters  MRR1  GOFs in MRR1 leading to overexpression of MDR1 
ERG11   Ergosterol   UPC2  Mutations in ERG11 leading to altered Erg11p 
GOF= gain‐of‐function mutation 
 
5.1.8.1 Upregulation of ERG11 
Candida  can  overcome  the  inhibition  of  azoles  by  upregulating  the  gene  ERG11 expressing  cytochrome P450  (Erg11p). This  results  in  increased  levels of Erg11p and sufficient  amounts  of  ergosterol  are  produced  despite  the  inhibitory  effect  of  azoles (Figure  3  A).  Expression  of ERG  genes  has  been  shown  to  increase  after  exposure  to fluconazole (MacPherson et al., 2005). However, upregulation of the ERG11 gene seems to have only limited effect in the susceptibility of the yeast as the deletion of ERG11 does not markedly  affect  the  susceptibility  of  a  strain  (Sanglard  and  Odds,  2002).  Several studies  have  detected  no  correlation  between  ERG11  expression  and  resistance  in clinical C. albicans  isolates  indicating that  the  role of ERG11 overexpression  in clinical isolates is not significant (White et al., 2002; Martinez et al., 2002b; Marr et al., 1998).  
 
5.1.8.2 Alterations in Erg11p 
Alterations  in  the sequence of ERG11  lead to the production of a  transformed Erg11p.  Unlike with  the normal Erg11p,  the binding of  azoles  to  the altered  enzyme does not eliminate  its  function  and  ergosterol  production  (Figure  3  C).  Several  mutations  in 
ERG11  have  been  linked  to  resistance  in  clinical  resistant  isolates  including  G450E  , G464S,  F126L,  F145L,  F449S,  K128T,  K143R,  R467K,  S405F,  T229A,  Y132F,  Y132H 
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(Sanglard et al., 1998, 2009; Perea et  al., 2001; Martinez et al., 2002b; Li et al., 2004). Mutations  often  appear  in  two  or more  alleles  and  the  interpretation  of  the  effect  of single mutations  in resistance  is difficult.  It  is  thought  that several hot‐spot regions  in the genome of ERG11 exist  and that certain amino acid positions may be preferred to confer a phenotype showing azole resistance (Perea et al., 2001).   
5.1.8.3 Alterations in sterol composition 
Loss  of  function‐mutations  in  the  genes  ERG3  and  ERG6  are  described  with nonfunctional Erg3 and Erg6 alleles (Sanglard et al, 2009). Deletion of ERG3 is known to result  in  resistance  to  azole  antifungal  agents  (Sanglard  et  al.,  2003).  Ergosterol  is absent  in  the  Δerg3  mutant  cells  and  resistance  to  amphotericin  B  was  expected. However, mutant  cells were more  susceptible  to  amphotericin B  than wild  type  cells suggesting that the drug could have other targets in addition to ergosterol in the yeast cell  (Sanglard  et  al.,  2003).  The  relevance  of  these mutations  to  clinical  resistance  is however not clear. 
 
5.1.8.4 Efflux­transporter mediated mechanisms 
The  most  commonly  noted  mechanism  of  azole  resistance  in  clinical  strains  is  the increased efflux of  the drug out of  the yeast cell resulting  in  insufficient levels of drug (Franz et al., 1999; Perea et al., 2001; Martinez et al., 2002b) (Figure 3 D). Resistant C. 
albicans  cells  have  been  shown  to  have  a  lower  azole  accumulation  compared  to susceptible cells and this  is due to specific efflux transporters (Albertson et al., 1996). The upregulation of genes encoding multidrug efflux transporter genes were  linked to resistance by Sanglard et al. (1995, 1997) with the discovery of CDR1 and CDR2 of the ATP‐binding cassette (ABC) and MDR1 of  the major  facilitator superfamily (MFS). The overexpression of CDR1, CDR2 and MDR1 lead to increased efflux of drug from the yeast cell  and  have  been  linked  to  resistance  by  many  groups  in  many  resistant  clinical isolates of Candida albicans  (Sanglard et  al.,  1995; Sanglard et  al.,  1997; White, 1997; Franz  et  al.,  1999;  Perea  et  al.,  2001).  The  increase  in CDR1  and CDR2  expression  in 
 38 
clinical isolates has been shown to correspond to the increase of MICs to azoles in these isolates (White, 1997; Franz et al., 1998; Marr et al., 1998). Overexpression of CDR1 and 
CDR2 do not seem to have an effect in the susceptibility to amphotericin B (Marr et al., 1998).  Other ABC genes (CDR3, CDR4) and MFS genes (FLU1) have been identified but they do not seem to contribute to resistance (Calabrese et al., 2000; White et al., 2002; Sanglard, 2009; Morshhauser, 2010). 
The proteins Cdr1p and Cdr2p encoded by CDR1 and CDR2 are highly homologous with each  other, with 84% amino  acid  identity  (Sanglard  et  al,  1997)  and CDR1  and CDR2 usually  show  simultaneous  overexpression  (Sanglard  et  al.,  1997; White  et  al.,  2002). Basal  level  expression  of CDR1  can  be  detected  in  azole‐susceptible  strains,  whereas 
CDR2  is usually not significantly expressed in these susceptible strains (Morschhäuser, 2010).  The  deletion  of  both  CDR1  and  CDR2  has  been  shown  to  result  in  high intracellular  fluconazole  levels  and  isolates  that  are  hyper‐susceptible  to  azoles, terbinazine, amorolfine and other metabolic inhibitors (ia. fluphenazine, cycloheximide and brefeldin A) (Sanglard et al., 1995, 1996, 2009). A double mutant Δcdr1 Δcdr2 has been shown to be more susceptible to azoles than a single Δcdr1 mutant (Sanglard et al, 1997). The deletion of CDR2 from a drug‐resistant clinical isolate has only a minor affect in  the  susceptibility  of  the  strain,  whereas  the  deletion  of  CDR1  increases  the susceptibility  of  the  strain  to  azoles  markedly  (Tsao  et  al.,  2009).  This  leads  to  the assumption  that  although CDR1  and CDR2  are often  co‐expressed,  the  role of CDR1  is more important in resistance. 
CDR1  and  CDR2  can  be  upregulated  upon  short‐term  exposure  to  certain  chemicals, steroids  or  metabolic  inhibitors  such  as  estradiol,  fluphenazine  and  terbinafine  (de Micheli, 2002; Karababa et al., 2004; Rognon et al., 2006; Harry et al., 2005). Expression of MDR1 in turn is enhanced by exposure to benomyl or a compound exerting oxidative stress (Sanglard, 2009).  Deletion of MDR1 from resistant clinical isolates with acquired resistance has been shown to lead to an increase in azole susceptibility (Wirsching et al., 2000;  Hiller  et  al.,  2006)  but  not  to  hyper‐susceptible  isolates  (Sanglard  et  al.,  1996; Morschhäuser, 1999, 2010).  
The difference between the ABC‐transporter genes, CDR1 and CDR2, and the MFS gene 
MDR1 is that CDR1 and CDR2 appear to accept all azole antifungal agents as a substrate 
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while  MDR1  only  accepts  fluconazole  (Sanglard,  2002).  Overexpression  of MDR1  is thought  to  be  linked  mainly  to  increased  MICs  for  fluconazole,  and  in  some  cases voriconazole, and  is not associated with cross‐resistance to  itraconazole, ketoconazole and clotrimazole (Morschhäuser, 2010); whereas overexpression of CDR1 and CDR2 are linked  to  increased  resistance  to  several  azoles  and  development  of  cross‐resistance (Sanglard et al., 1995, 1996, 2009; Marr et al., 1998). MDR1 is usually not expressed in susceptible isolates (Wirsching et al., 2000).  
 
5.1.8.4.1 Regulation of CDR1, CDR2 and MDR1 
 
CDR1 and CDR2 are mediated by mutual regulators. The drug responsive element (DRE) is  required  for  the  upregulation  of  CDR1  and  CDR2  in  azole  resistant  strains  and  is responsible for the upregulation of the genes after exposure to inducers (de Micheli et al., 2002). Other mutual regulators have been identified (the steroid‐responsive element (SRE)  involved  in  the  response  to  steroid  hormones;  the  negative  regulatory  element (NRE)  limiting  the  baseline  expression  of  CDR1  and  CDR2;  and  the  basal  expression element  (BEE)  responsible  for  the  basal  expression  of CDR1)  (Sanglard  et  al.,  2009). Only DRE has been shown to be involved in the transient induced upregulation of CDR1 and  CDR2  and  in  the  high  expression  of  CDR1  and  CDR2  in  clinical  isolates  showing resistance to azole antifungal agents (de Micheli et al., 2002). 
The  most  important  transcriptional  regulatory  factor  of  CDR1  and  CDR2  is  a transcription  factor  that  is  able  to  activate  multiple  CDR  genes  (TAC1)  (Coste  et  al., 2004).  The  deletion of TAC1 was  demonstrated  to  result  in  a  loss  of CDR1  and  CDR2 upregulation  during  induction  by  inducers  (Coste  et  al.,  2004)  and  hyperactive TAC1 alleles  result  in  high  expression  of CDR1  and CDR2  (Coste  et  al.,  2006). Tac1  acts  by binding to the DRE element in the promoter region of CDR1 and CDR2 and induces their expression (de Micheli et al., 2002; Coste et al., 2004; Sanglard et al., 2009).  
Factors in the regulation of MDR1  include the benomyl response element (BRE) that is shown to be responsible for the benomyl‐induced MDR1 upregulation and is necessary in  the  upregulation  of MDR1  in  fluconazole  resistance  (Rognon  et  al.,  2006).  Another 
 40 
regulatory  element  is  the  H2O2  response  element  (HRE)  that  is  required  for  H2O2‐dependent MDR1  upregulation  (Rognon et  al.,  2006). The main  transcription  factor  is the multidrug resistance regulator (MRR1) (Morschhäuser et al., 2007). Inactivation of 
MRR1  has  resulted  in  the  loss of MDR1  expression  in an azole‐resistant  strain and  an increase  in MDR1  expression  could  not  be  induced  with  benomyl  in mrr1Δ  mutant strains  (Morschhäuser  et  al.,  2007).  All  clinical  strains  overexpressing  MDR1  have contained  GOF  mutations  in  Mrr1  indicating  its  strong  role  as  regulator  of  MDR1 expression (Morschhäuser, 2010).  
A gene, UPC2, has been identified in C. albicans that regulates the expression of ERG11 (MacPherson et al., 2005). It is homologous to UPC2 and ECM22 in S. cerevisiae (Silver et al., 2004; MacPherson et al., 2005). Forced overexpression of UPC2 increases resistance to  azole  antifungal  agents  whereas  the  deletion  of UPC2  has  been  shown  to  lead  to reduced  levels  of  ergosterol,  loss  of  induced  ERG11  upregulation  and hypersusceptibility  to  azoles,  including  fluconazole,  itraconazole  and  ketoconazole (Silver et al., 2004; MacPherson et al., 2005). Interestingly, Δupc2 strains show growth defects  under  anaerobic  conditions  and  overexpression  mutants  of  UPC2  exhibit superior  growth  compared  to  wild‐type  cells  (MacPherson  et  al.,  2005).  It  has  been suggested that UPC2 is transcriptionally regulated in response to azole antifungal agents (Hoot  et  al.,  2008).  The  efflux‐pumps  are  the  main  mechanism  behind  multidrug resistance  to  azole  antifungal  agents,  however,  the  efflux  pumps  do  not  confer resistance to amphotericin B, nystatin, and echinocandins (Morschhäuser, 2010).  
 
5.1.8.5 Gain of function mutations 
Modification of transcription factors by mutations may lead to an elevated transcription of  targeted genes (Sanglard et al., 2009). Point mutations  leading to single amino acid substitutions in TAC1 are linked to the high expression of CDR1 and CDR2, which result in azole resistance (Coste et al., 2006). These mutations convert TAC1 into a hyperactive state and are hence called GOF mutations. TAC1 is located in chromosome 5 close to the mating‐type  locus  (MTL),  and  TAC1  GOF  mutations  are  coupled  with  a  loss  of heterozygocity  at  the  MTL  (Coste  et  al.,  2006).  Previous  studies  have  shown  a 
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correlation  between  loss  of  heterozygocity  at  the  MTL  (α/α  or  a/a  types)  and  azole resistance (Rustad et al., 2002; Goldman et al., 2004; Basma et al., 2009). The majority of GOF mutations in TAC1 are located in the C‐terminal portion of the gene. Multiple GOF mutations  have  been  identified  at  12  different  positions  (Sanglard  et  al.,  2009).  The precise mechanism whereby the mutations affect the transcriptional activity of TAC1 is not known.  
The  overexpression  of MDR1  in C.  albicans  is  also  caused  by GOF mutations  in MRR1 (Dunkel et al., 2008a) and several GOF mutations have been described (Sanglard et al., 2009).  These  include  T381I,  A880E,  W893R,  R873T,  L998F,  P683S,  G997V,  G787E, Q350L, N803D, P683H, T896I, T360I, K335N (Dunkel et al., 2008a).  Four major hot spot regions are identified in Mrr1p.  
Only  a  couple  of  GOF mutations  have  been  identified  in UPC2  in  recent  studies with clinical  isolates C. albicans  showing  resistance  to  fluconazole.  Strains with amino acid substitutions  in A643T  (Heilmann et  al.,  2010), A643V  (Hoot et  al.,  2011) and G648D (Dunkel  et  al.,  2008b)  show  hyper‐responsiveness  to  the  transcription  factor, overexpression  of  ergosterol  biosynthesis  genes  and  increased  resistance  to  azole antifungal agents (Dunkel et al., 2008b). There seems to be a consensus however, that GOF mutations in UPC2 only partly confer to ERG11 upregulation and azole resistance. 
 
5.1.8.6 Mechanisms of azole resistance in Candida biofilms 
There are multiple mechanisms contributing to resistance in biofilms. One factor is the presence of drug tolerant persister cells  in  the biofilm (LaFleur et al., 2010).   Biofilms have also been shown to isolate antifungal agents into the polymers of the matrix and by  that  mechanism  are  able  to  neutralize  their  inhibitory  effects  (Nett  et  al.,  2007). Biofilms  contain  a  dense  population  of  yeast  cells  in  different growth  stages.  The  cell density has been shown to have an effect on resistance (Seneviratne et al., 2008). The expression  of  genes  linked  to  azole  resistance  (CDR1,  CDR2,  MDR1,  ERG11),  are expressed at different  levels according to the growth phase of  the yeast cell with high expression during the formation and development of the biofilm (Ramage et al., 2002; 
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Mukherjee  et  al.,  2003). Mutants  carrying  single  or  double  deletion mutations, which are azole susceptible have been shown to be resistant in biofilms (Ramage et al., 2002). Recently, a FKS1 gene in C. albicans has been identified to play a critical role in biofilm resistance  to  azole  antifungal  agents  (Nett  et  al.,  2010).  Fks1p  is  responsible  for  the production of  cell wall β‐1,3  glucan  during  biofilm production, which  is  incorporated into an adhesive, carbohydrate matrix that isolates antifungal agents and prevents them from reaching the yeast cell (Nett et al., 2010). The mechanisms behind azole resistance in biofilms seems therefore to be more complicated than in planktonic cells and further studies are needed to fully understand the whole phenomenon. 
 
5.2 APECED­syndrome 
 
5.2.1 General 
Autoimmune  polyendocrinopathy‐candidiasis‐ectodermal  dystrophy  (APECED),  also called  autoimmune  polyendocrine  syndrome  type  I  (APS  I),  is  a  rare  autosomal recessive syndrome (Vogel et al., 2002; Husebye et al., 2009). It is caused by mutations in  the AIRE  (autoimmune  regulator)  gene, which  is  located on  chromosome 21  q22.3 (Aaltonen  et  al.,  1994;  Zuklys  et  al.,  2000;  Heino  et  al.,  2001).  The  Aire  protein  is responsible for the negative selection of T cells in the thymys and the mutations cause impairment  in  this  function  leading  to  the  escape  of  autoreactive  T  cells  from  the thymus  (Zuklys  et  al.,  2000).  This,  in  turn,  leads  to  an  autoimmune  reaction,  which mainly affects the endocrine glands. 
The classic triad and the most common components of the disease are mucocutaneous candidosis,  hypoparathyroidism  and  adrenocortical  failure  from  which  two  are required  for  diagnosis  (Husebye  et  al.,  2009).  Other  components  include  ectodermal dysplasia,  keratoconjunctivitis,  gastrointestinal  diseases,  keratitis,  diabetes  mellitus, autoimmune hepatitis, vitiligo, alopecia, pernicious anaemia, asplenia,  and dental, nail, and  tympanic membrane  dystrophies  (Perheentupa,  2006; Husehye  et  al.,  2009).  The syndrome  is  enormously  variable  in  different  patients,  also  between  siblings,  and 
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diagnosis  is  often  hard  to  reach  (Perheentupa,  2006).  APECED  patients  usually  get symptomatic during the first decade of life (Ahonen et al., 1990). It is observed equally in both sexes (Zlotogora and Shapiro, 1992; Perheentupa, 2006). 
APECED has a relatively high prevalence in Finland and the disease is part of the Finnish Heritage  of  Disease  (Norio,  2003).  The  Finnish  APECED  series  is  the  largest  one reported worldwide  with  91  diagnosed  patients  (Perheentupa,  2006).  In  the  Finnish APECED population the initial manifestation has appeared at the mean age of 3.3 years (range 0.2 to 18 years) and the mean age at diagnosis was 7.5 years (range 0.6 yo 45.2 years) (Perheentupa, 2006). The life expectancy of APECED patients is reduced; in the Finnish APECED population the mean age at death has been 34.0 years with a range of 6.8 to 63.0 years (Perheentupa, 2006).  
 
5.2.2 CMC in APECED­patients 
CMC  has  been  reported  to  be  the  first  manifestation  of  APECED  in  the  majority  of APECED patients and it may manifest already at the age of one month (Lopez‐Jornet et al., 2005; Perheentupa, 2006). Mucocutaneous candidosis, occurring  in  the oral cavity, oesophagus,  intestines,  genitalia  and/or  nails,  is  reported  to  have  occurred  in  all  91 Finnish APECED patients periodically before the age of 30 years (Ahonen et al., 1990). Most patients develop high titres of Candida‐specific antibodies but they fail to respond to candidal antigens (Husebye et al., 2009). 
CMC of the oral cavity is characterized by persistent or recurrent candidal infection of the  oral  mucosa  (Liu  and  Hua,  2007).  The  mechanism  of  CMC  is  unclear.  In  patient groups other than APECED CMC may either be familial or non‐familial and early or adult onset.  Endocrinopathology  is  often  associated  with  CMC.  However,  cases  without endocrinopathy have been described  (Li  and Hua, 2007; Ee et  al.,  2005).    It may be a secondary complication of severe  immunodefinciencies such as HIV and has been also associated with  acne  rosea  (Ee  et  al.,  2005).  Impairment  of  iron  absorption  has  been observed in CMC (Ee et al., 2005). 
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The  majority  of  the  Finnish  APECED  patients  are  colonized  with  C.  albicans  strains (Rautemaa  et  al.,  2007a).  In  APECED  patients  the  wide  use  of  therapeutic  and prophylactic doses of fluconazole and other azole antifungal agents in the 90s has lead to  clinical  treatment  failure  and  resistance  in  the  colonizing  C.  albicans  strains.  The patients have not been re‐colonized with non‐C. albicans  species but rather developed resistance due to possible selection or mutations in the colonizing C. albicans strains. 
A  total  of  10%  of  the  Finnish  APECED population  over  the  age  of  25  years  has  been reported  to  develop  carcinoma  of  the  oral  cavity  or  oesophagus  (Rautemaa  et  al., 2007b).   The patients have not had any other malignancies. The carcinoma has mostly developed  in  the  region  of  the  oral  cavity  that  had  been  showing  signs  of  chronic mucositis (Rautemaa et al., 2007b). 
 
5.3 Oral squamous cell carcinoma (OSC) 
 
5.3.1 General 
Oral  carcinoma  is  one  of  the  most  prevalent  carcinomas  in  the  world  and  the  most common type of oral carcinoma is oral squamous cell carcinoma (OSC) (Hooper et al., 2009).  In  Finland  cancers  of  the  lip,  tongue,  salivary  glands  and  oral  cavity  consitute 2.1% of all malignant tumours and approximately 300 new diagnoses are made per year (Malmström  et  al.,  2003;  Tarvainen  et  al.,  2004).  Regardless  of  advances  in  surgical techniques  the  mortality  rates  of  OSC  patients  have  not  changed  and  only approximately 40‐50% are alive after five years from diagnosis (Tarvainen et al., 2004). OSC has been predominantly  thought  to affect mainly older men above  the age of 50, especially in low‐income communities (Tarvainen et al., 2004; Scully and Bagan, 2009; Hooper  et  al.,  2009).  The mean  age  at  diagnosis  of  oral  cancer  in  Finland  is  over  60 years (Tarvainen et al., 2004). The incidence in females, and especially those under 45 years,  has  however  been  increasing  due  to  increasing  consumption  of  alcohol  and tobacco (Scully and Bagan, 2009; Hooper et al., 2009).  
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5.3.2 Risk factors 
The main risk  factors  for OSC are tobacco (smoked and smokeless) and chronic heavy alcohol consumption (La Vecchia et al., 1997). The simultaneous presense of these two factors have a synergistic effect and potentiate the risk for cancer development (Hooper et al., 2009). Other risk factors include prolonged exposure to ultra violet radiation from the  sun,  betel  quid  chewing,  sexual  behaviour  and  ionizing  radiation  (Reichart  and Nguyen, 2008; Scully and Bagan, 2009; Heck et al., 2010). The general health of the oral cavity also plays a role in the carcinogenesis. The neglect of oral hygiene and dental care has  been  associated  with  a  higher  incidence  of  OSC  (Holmes  et  al.,  2009).  Human papillomavirus (HPV) and chronic candidosis have been associated with oral carcinoma lesions in several studies (McGurk and Holmes, 1988; O'Grady et al., 1992; Firth et al., 1997; Rautemaa et al., 2007b, Rosa et al., 2008; Dominigues‐Ferreira et al., 2008; Böckle et  al.,  2010;  Syrjänen,  2010).  The  mechanism  behind  OSC  and  chronic  candidosis remains unclear (Rosa et al., 2008). 
Geographic regions such as parts of northern France, east Europe, South America and South  East  Asia  have  high  prevalences  in  oral  carcinoma  (Scully  and  Bagan,  2009). Cancer  of  the  oral  cavity  is  also  highly  prevalent  in  some  black  and  ethnic  minority populations (Scully and Bagan, 2009). Taken together, oral carcinoma is a multifactorial disease  with  no  single  clearly  recognizable  cause.  Finally,  for  cancer  to  develop,  the altered cells need to escape the surveillance of the host immune system. A functioning immune  system  destroys malignant  cells  preventing  the  development  of  a malignant tumor.  
 
5.3.2.1 OSC and alcohol 
Chronic  alcohol  consumption  is  a well‐identified  risk  factor  for  cancers  of  the  upper aerodigestive  tract  (Pöschl  and  Seitz,  2004).  Multiple  mechanisms  are  involved  in alcohol‐associated  cancer  development.  These  include  the  effect  of  acetaldehyde,  the first  metabolite  of  ethanol  oxidation,  on  surrounding  tissues,  the  induction  of cytochrome  P‐4502E1  leading  to  the  release  of  free  radicals,  and  an  enhanced 
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procarcinogen activation (Pöschl and Seitz, 2004). Alcohol is a solvent and it enhances the  penetration  of  carcinogenic  compounds  into  the mucosa  as  well  as  changing  the molecular composition of cell membranes.  
Continuous  increased  alcohol  consumption  also  often  leads  to  nutritional  deficiencies enhancing the risk for tissue damage (Pöschl and Seitz, 2004). It has been demonstrated that  patients  with  oral  carcinoma  consumed  alcohol  twice  the  amount  of  control patients (Maier et al., 1994). The unpublished data of our study group also support this notion. High alcohol consumption also results in alterations in the innate and acquired immune systems and alcoholics have been shown to have an increased risk of infections and certain neoplasms (Cook, 1998).  
 
5.3.2.2 Acetaldehyde  
Acetaldehyde (CH3CHO) has been linked in many studies to the cancers of the digestive tract (Jokelainen et al., 1996; Väkeväinen et al., 2000; Salaspuro, 2003; Seitz and Stickel, 2010)  and  there  is  increasing  evidence  that  acetaldehyde  rather  than  alcohol  itself  is responsible  for  the  carcinogenic  effect  of  increased  alcohol  consumption  (Pöschl  and Seitz,  2004;  Salaspuro  and  Salaspuro,  2004).  Acetaldehyde  is  highly  toxic  as  well  as mutagenic and has been found to be carcinogenic both in animal models and in vitro in concentrations as low as 40‐100 µM (Pöschl and Seitz 2004; Hooper et al., 2009; Seitz and Stickel, 2010).  It has been  re‐classified as  a  class  I  carcinogen  in association with alcohol consumption (Secretan et al., 2009). Acetaldehyde binds to DNA and produces stable  DNA  adducts,  DNA  crosslinking  and  chromosomal  aberrations  and  interferes with  the  synthesis  and  repair  of DNA  (Timmons  et  al.,  2002;  Pöschl  and  Seitz,  2004; Theruvathu, et al., 2005; Hooper et al., 2009; Seitz and Stickel, 2010). It may also induce inflammation  and  metaplasia  of  the  tracheal  epithelium  and  enhance  cell  injury associated with hyperregeneration (Pöschl and Seitz, 2004; Seitz and Stickel, 2007). 
Acetaldehyde  occurs  widely  in  nature  in  ripe  fruit  and  in  a  variety  of  foods  and beverages (Lachenmeier et al., 2009). Acetaldehyde is also produced by the oxidation of ethanol  by  mucosal  or  bacterial  cells  in  the  gastrointestinal  tract  (Jokelainen  et  al., 
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1994).  Several  studies  have  confirmed  that  microbes,  including  oral  streptococci (Kurkivuori et al., 2007), Candida spp. (Tillonen et al., 1999; Nieminen et al., 2009) and Neisseria  species  (Muto  et  al.,  2000),  are  capable  of  producing  significant  levels  of acetaldehyde. Increased salivary microbial acetaldehyde production has been shown to correlate  with  smoking  and  alcohol  consumption  (Salaspuro,  2003).  Significant amounts  of  acetaldehyde  can  be  detected  in  the  saliva  after  ingestion  of  alcohol (Homann et al., 1997; Väkeväinen et al., 2000) and poor oral hygiene has been shown to increase  acetaldehyde  production  from  saliva  (Homann  et  al.,  2001).  The  addition  of acetaldehyde  to  yeast  cultures  has  been  shown  to  increase  the  glycolytic  flux (Vriesekoop et al., 2009).  
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6 AIM OF THE STUDY 
To  investigate  the  effect  of  long‐term  azole  exposure  on  the metabolism of  oral C. 
albicans  isolates  from  APECED  patiens  with  CMC  and  to  analyse  the  specific molecular mechanisms that are responsible for these changes 
 
The specific aims were to analyse: 
I)   Whether the long‐term exposure of C. albicans strains isolated from APECED patients  to  azoles  had  lead  to  cross  resistance  to  the  topically  administered miconazole II)   What  genomic  changes  were  behind  azole  resistance  in  C.  albicans  strains isolated from APECED patients III) The levels of carcinogenic acetaldehyde produced by 2‐carbon metabolism of 
C.  albicans  strains  isolated  from  APECED  patients  in  comparison  to  levels produced by strains isolated from OSC patients and healthy controls. IV)   What  translational  changes  were  leading  to  increased  acetaldehyde production in relation to the pyruvate pathway in C. albicans strains isolated from APECED patients 
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7 MATERIALS AND METHODS  
 
7.1 MATERIALS 
 
7.1.1 Candida strains 
The entire study included a set of 79 Candida isolates. The clinical isolates consisted of 50 C. albicans  strains  isolated  from the oral cavities of 23 APECED patients diagnosed with  oral  CMC  (one  to  five  isolates/patient)  collected  during  1994‐2007;  twelve  C. 
albicans strains isolated from the oral cavity of twelve patients with OSC showing signs of oral candidosis; and eleven C. albicans  strains  isolated from eleven control patients with clinical signs of oral candidosis but with no general  immunodeficiencies or other mucosal neoplasia.  All  of  the  clinical  isolates  had  been  collected  during  normal  treatment  or  follow‐up appointments  in  the Helsinki University Central Hospital, Helsinki,  Finland. The  study and  the  use  of  the  C.  albicans  isolates  for  this  study  was  approved  by  the  ethical committee  of  the  Hospital  for  Children  and  Adolescents,  Helsinki  University  Central Hospital  and  carried  out  according  to  the  World  Medical  Association  Declaration  of Helsinki.  All  of  the  clinical  isolates  used  were  identified  at  the  Clinical  Microbiology Laboratory  of  the  Helsinki  University  Central  Hospital.  Identification  was  performed using  colony  morphology  on  CHROMagar®  Candida  medium  (CHROMagar,  Paris, France)  and  a  negative  Bichro‐Dubli®  latex  co‐agglutination  test  result  (Fumouze Diagnostics, Levallois Perret, France). The strains were stored in milk‐glycerin at −70°C. In addition, ATCC reference strains listed in Table 3 were used. Table 3 summarises all the Candida strains used in this study.      
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Table 3. C. abicans isolates (n=79) used in the study.  
Isolates from APECED patients              Used in studies Patient no  Strain  Year of isolation  I  II  III  IV 1  T‐384  2001  X  X  X     T‐972  2004  X  X  X   2  T‐564  1995  X  X  X     T‐343  2001  X  X  X     T‐1107  2004  X    X   3  T‐375  2001  X    X     T‐213  2001  X         T‐1055  2004  X    X  X   T‐1375  2006    X        T‐1553  2007      X   4  T‐826  1996  X    X     T‐109  2000  X    X     T‐355  2001  X  X  X     T‐1382  2006    X       T‐1527  2007    X  X   5  T‐931  1996  X  X  X     T‐366  2001  X  X  X     T‐916  2004  X  X  X   6  T‐719  1995  X    X     T‐344  2001  X    X     T‐1108  2004  X  X  X     T‐1179  2005    X       T‐1490  2007      X   7  T‐695  1995  X  X  X     T‐373  2001  X  X  X     T‐962  2004  X  X  X   8  T‐816  1996  X    X     T‐985  2004  X  X  X     T‐1270  2006    X     9  T‐395  2001  X    X  X   T‐983  2004  X  X  X   10  T‐357  2001  X    X   11  T‐527  1994  X       12  T‐391  2001  X    X  X   T‐923  2004  X    X  X 13  T‐371  2001  X    X   14  T‐975  2004  X    X  X 15  T‐372  2001  X    X   16  T‐370  2001  X    X   17  T‐927  2004  X    X   18  T‐976  2004  X    X   19  T‐359  2001  X    X     T‐1032  2004  X    X  X 20  T‐376  2001  X    X     T‐926  2004  X    X   21  T‐436  2002  X    X     T‐995  2004  X    X   22  T‐392  2001  X    X     T‐918  2004  X    X   23  T‐967  2004  X    X   
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ISOLATES FROM OSC PATIENTS          Used in studies Patient no.  Strain no.  I  II  III  IV 1  T‐1261      X   2  T‐1275      X  X 3  T‐1293      X  X 4  T‐1298      X  X 5  T‐1311      X   6  T‐1323      X   7  T‐1337      X   8  T‐1345      X   9  T‐1352      X   10  T‐1396      X  X 11  T‐1481      X  X 12  T‐1505      X   
        
        
ISOLATES FROM CONTROL PATIENTS         Used in studies Patient no. Strain no. I II III IV 1 H‐2501   X X 2 H‐2521   X X 3 H‐2580   X X 4 H‐2656   X X 5 H‐2677   X X 6 HI‐2530   X  7 HI‐2535   X  8 HI‐2543   X  9 HI‐2564   X  10 HI‐2579   X  11 HI‐2659   X  
        
        
ATCC STRAINS      
 Used in studies ATCC number Species I II III IV 90029 C. albicans   X  90028 C. albicans  X   24433 C. albicans  X   90030 C. glabrata  X   22019 C. parapsilosis X    6258 C. krusei X    
   
7.1.2 Antifungal agents 
For  antifungal  susceptibility  testing  in  Study  I  the  antifungal  reference  powders  of miconazole,  ketoconazole  and  fluconazole  were  obtained  from  their  manufacturers. Stock solutions were prepared in water and serial two‐fold dilutions were prepared as described  in  the  CLSI  (Clinical  laboratory  Standards  Institute)  (CLSI,  2002).  Final dilutions were made in RPMI 1640 medium (Sigma, St. Louis, MO, USA) buffered to pH 7.0 with 0.165 M MOPS (morpholinepropanesulfonic acid) buffer (Sigma, St. Louis, MO, USA).  Aliquots  of  0.1ml  of  each  antifungal  agent were  dispensed  into wells  of  plastic microdilution  trays  at  a  2x  final  concentration.  The  trays  were  stored  at  ‐70°C  until further use.   
Fluconazole and ketoconazole susceptibilities were tested in Study II using commercial Etest strips (AB Biodisk, Solna, Sweden) containing fluconazole (0.002 to 256 mg/ml) or itraconazole (0.002 to 32 mg/ml).  
 
7.1.3 Primers 
All of the primers used in the studies are listed in Table 4. 
Table 4. The primers used in the studies. 
  Used in studies Primer Sequence I II III IV 
      
MLST          
 AAT1a‐F  CAGCAACATGATTAGCCC    X     
AAT1a‐R  ACTCAAGCTAGATTTTTGGC    X     
ACC1‐F  GCAAGAGAAATTTTAATTCAATG    X     
ACC1‐R  TTCATCAACATCATCCAAGTG    X     
ADP1‐F  GAGCCAAGTATGAATGATTTG    X     
ADP1‐R  TTGATCAACAAACCCGATAAT    X     
MPIb‐F  ACCAGAAATGGCCATTGC    X     
MPIb‐R  GCAGCCATGCATTCAATTAT    X     
SYA1‐F  AGAAGAATTGTTGCTGTTACTG    X     
SYA1‐R  GTTACCTTTACCACCAGCTTT    X     
VPS13­F  TCGTTGAGAGATATTCGACTT    X     
VPS13­R  ACGGATGGATCTCCAGTCC    X     
ZWF1b‐F  GTTTCATTTGATCCTGAAGC    X     
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  Used in studies Primer Sequence I II III IV 
ZWF1b‐R  GCCATTGATAAGTACCTGGAT    X                
MTL status           
MTLaplha 1‐F  TACATTCTGGTCGCGATGCTC    X     
MTLaplha 1‐R  GTAATCCAAAGCCTCGCATAA    X                
Northern blotting           
CDR1‐F  AGTTGAGATCTACCCTTTAAGATATT    X     
CDR1‐R  TAATGACCAATTGAATCCCGATTCAG    X     
CDR2‐F  TGGTATATAAACTGGACAACATATCTG    X     
CDR2‐R  TAATGAACCAATTGAATCCCGATTCAG    X     
ERG11N  CGGGATCCATGGGTGGTCAACATACTTCT    X     
ERG11C  CGGAATTCCCTGCTGGTTCAGTAGGTAAAAC    X     
BENRN  AAAAGCTTATGCATTACAGATTTTTAAGAG    X     
BENRC  AAAAGCTTCTAATTAGCATACTTAGATCTT    X     
ADH1‐3 CCCATACCGACAACGACAC       X 
ADH1‐5 TTACAGCAACAGCAACAGCA       X 
ADH2‐3 TGACAGCTTCGACAACGTCT       X 
ADH2‐5 AAAGGCTGGAAAGTTGGTGA       X 
PDC11‐3 GTGTCTGATGGCACAAGCAT       X 
PDC11‐5 GGCTGGTAATGCCAATGAAT       X 
ACS1‐3 ATGGCTTCAGGAATCATTGG         X 
ACS1‐5 TGCCGGAATCTACTCAACAA         X 
ACS2‐3 ATAGCTTGGGCATTCATTGG         X 
ACS2‐5 TCAAGGATTTTTCGGTCCAT           X 
ALD6‐3 CGGGGAAATTAAATGGACAA         X 
ALD6‐5 TATTCATGATCCTGCCACCA         X 
ACT1‐RTPCR‐F  GTTCCCAGGTATTGCTGAAC    X    X 
ACT1‐RTPCR‐R  CAATGGATGGACCAGATTCG    X    X            
TAC1 sequencing           
  Amplification            Zinc2‐604  ATAAGAGTGGCATGTGATA    X     Zinc2‐1123  GATGCCAACGAATTATTGA    X     Zinc2‐1708  CAGAATTCGTTGGAGAATA    X     Zinc2‐2242  GCCTTGTTACAATCAAGAA    X     Zinc2‐2683  GCAGCATATCTTGTATTAG    X     Zinc2‐3224  ATGCTCAGTCACCAAGTTA    X     Zinc2‐3087c  GGTGTTCCTGCTACCACAA    X     Zinc2‐1789c  ACATCAACAATGCCTTCTAC    X     Zinc2‐1247c  TCTTCACCGTATGAACCTA    X     Zinc2‐778c  CGTTGCTATTGGCGGTTGA    X     Zinc2‐1169  TGTTGGTACTCATTCAATT    X     Zinc2‐1722  TTGGAGAATAGTGCCATTT    X     Zinc2‐1510  GCTACCAAGCGAAGGAGAT    X     Zinc2‐2465c  TCTCTCGCCTAATTGACGT    X     
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  Used in studies Primer Sequence I II III IV 
  Sequencing            ZCF36SEQ1   ATTACAATGTGTCCCACACAGG    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X     ZCF36SEQ2   CAGTTTACTTTATCCATTTATGCC    X                
ERG11 
sequencing           
  Amplification            ERG11‐xho  GCGCAACTCGAGCTCATATGAACAAGGTTGGGTAGTAA    X     ERG11‐Kpn  GAG CAT GGG TAC CGG CGC GCG ATT GTA CGT GG    X     
  Sequencing           ERG11‐3B   CCCATTAAGAATCCCTGAA    X     ERG11‐5B   CAGGGATTCTTAATGGGT    X     ERG11‐4   CTGCTGGTTCAGTAGGTA    X     ERG11‐6   GAGCAAATGAACGGTCAA    X                             
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7.1.4 Antibodies 
All of the antibodies used in western immunoblotting are listed in Table 5. 
Table 5. Antibodies used in immunodetection 
Antibody Type Source Dilution/10ml Used in study 
Primary     
Cdr1p Polyclonal rabbit antibody  Dominique Sanglard, CHUV, Lausanne, CH  1:1000  II 
Cdr2p Polyclonal rabbit antibody  Dominique Sanglard, CHUV, Lausanne, CH  5:1000  II 
Mdr1p Polyclonal rabbit antibody  Dominique Sanglard, CHUV, Lausanne, CH  2:1000   
         
Secondary        
Goat anti-rabbit IgG Goat anti-rabbit IgG antibody  P0448, Dako, Golstrup, Denmark  2:1000  II 
           
7.1.5 Probes for northern blotting 
Probes  used  in  this  study  were  labelled  with  [alpha‐32P]dATP  with  random  priming using Mega Labelling Kit (GE Healthcare). Labelling of the probe had been performed by adding 5 µl of low‐melt containing the probe and 5 µl of the primer to 18.5 µl of H20 and incubating the mixture at 90°C for 5 minutes. The mixture was cooled briefly centifuged and 5 µl of buffer, 12 µl of dNTP, 2 µl Klenow enzyme and 2.5 µl of 32‐P dATP was added to the mix. The labelling reaction was carried out at 37°C for one hour. The probe was purified using Microspin s‐200 HR columns (Pharmacia). The column was centrifuged at 2900 rpm for 1 min, 20 µl of TNE was added to the probe and the probe was loaded in the column, centrifuged for 2 min at 2900 rpm. The labelled probe was stored at ‐20°C. 
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7.2  METHODS   
7.2.1   Growth conditions 
For  the  broth microdilution  (BMD)  antifungal  susceptibility  testing  the  isolates were passaged twice on potato dextrose agar (Remel, Lenexa, KS) and CHROMagar Candida (Becton Dickinson, Sparks, MD, USA) to ensure the purity and viability of cultures. 
For the Etest susceptibility testing the isolates were subcultured for 48 hours in aerobic conditions  at  35°C  on  complete  medium  YEPD  agar  (1%  Bacto  peptone  [Difco Laboratories, Basel, Switzerland], 0.5% yeast extract [Difco], 2% glucose [Fluka, Buchs, Switzerland], and 2% agar [Difco]). For northern and western blotting, typing of strains and  sequencing  of  genes  the  strains  were  further  subcultured  in  YEPD  complete medium (1% Bacto peptone, Difco Laboratories, Basel, Switzerland), 0.5% yeast extract (Difco), and 2% glucose (Fluka, Buchs, Switzerland) and incubated at 35°C.  
For gas  chromatography assays  the C.  albicans strains were  subcultured on Saboraud Dextrose agar (SP; Sabouraud Dextrose Agar [Lab M, Lancashire, UK], Bafco Agar [Difco Laboratories,  Basel,  Switzerland],  penicillin  100  000  UI/ml,  streptomycin)  and incubated  in  aerobic  conditions  at  35°C  for  48  hours  (III)  or  5ml  of  YEPD  complete medium (1% Bacto peptone [Difco Laboratories, Basel, Switzerland], 0.5% yeast extract [Difco  Laboratories,  Basel,  Switzerland]  and  2%  glucose  [Fluka,  Buchs,  Switzerland]) and incubated at  35°C for 16 h (IV).  
 
7.2.2 Antifungal susceptibility testing 
 The  broth  microdilution  (BMD)  antifungal  susceptibility  testing  (CLSI  guidelines, National Committee for Clinical Laboratory Standards, 2002) (I) was performed at the Department  of  Clinical  Microbiology,  the  University  of  Iowa,  USA.  Miconazole, ketoconazole  and  fluconazole  susceptibilities  were  tested  using  broth  microdilution (BMD) antifungal susceptibility testing according to the guidelines in document M27‐A2 of the Clinical Laboratory Standards Institute (CLSI guidelines, National Committee for 
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Clinical Laboratory Standards, 2002) (I). A C. albicans inoculum of 0.5 x 103 cells/ml was prepared  in RPMI 1640 medium (Sigma,  St.  Louis, MO) buffered  to pH 7.0 with 0.165 MOPS  (morpholinepropanesulfonic  acid)  buffer  (Sigma,  St.  Louis,  MO,  USA).  A  yeast inoculum  of  0.1  ml  was  added  to  each  well  of  the  microdilution  trays.  The  final concentrations of the antifungal agents used were 0.007 to 8 mg/L. Drug‐free and yeast‐free control wells were included. The trays were incubated at 35°C and MICs (minimum inhibitory  concentration)  were  defined  after  48  hours  of  incubation  visually  as  the lowest  concentrations  of  drug  that  caused  a  prominent  decrease  (MIC‐2  or  ≥50%)  in growth compared to the control well or complete inhibition of growth.   Quality  control  was  performed  using  CLSI‐recommended  quality  control  strains 
Candida parapsilosis ATCC 22019 and  Candida krusei ATCC 6258. The CLSI guidelines breakpoints were used for the interpretation of fluconazole MICs. Since there were no CLSI breakpoints available for miconazole and ketoconazole we used a breakpoint of ≤ 1ml/L  that has been used  in previous  studies  (Richter et  al.,  2005). The MIC data  for fluconazole,  posaconazole,  voriconazole  and  the  years  of  azole  usage  before  the isolation  of  each  strain  were  obtained  in  previous  studies  (Rautemaa  et  al.,  2008a, 2008b).  Fluconazole  and  ketoconazole  susceptibilities  were  re‐tested  at  the  Institute  of Microbiology,  University  of  Lausanne,  Switzerland  (II) using  Etest  strips  (AB Biodisk, Solna, Sweden). Cell suspensions were prepared from two to three colonies from pure cultures  on  YEPD  agar  in  0.9%  saline  to  obtain  spectrophotometrically  a  density equivalent  to  0.5  in  a  McFarland  scale.  YEPD  agar  plates  were  inoculated  with  the suspensions using a sterile swab. An Etest strip was applied in the center of each plate after  excess moisture  had  been  absorbed  into  the  agar.  The  plates were  incubated  at 35°C  and  MICs  were  defined  after  24  and  48  hours.  MICs  were  read  at  the  lowest concentration at which the border of the elliptical inhibition zone intercepted the scale of the strip.   Microcolonies, or any other growth, throughout the discernible inhibition ellipse was  ignored.  Quality  control  for  susceptibility  testing was  performed  using C. 
albicans strains ATCC 90028 and ATCC 24433 and C. glabrata strain ATCC 90030.     
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7.2.3 Gas chromatography 
Gas  chromatography  assays  were  performed  from  cultures  grown  in  SP  agar  for  48 hours  (III) or overnight in YEPD medium (IV). One to two colonies were resuspended in phosphate  buffered  saline  (PBS)  (III)  and  the  optical  density  (OD)  was  adjusted spectrophotometrically  to 0.4 at 492nm (Multiscan RC, Labsystems, Helsinki,  Finland) corresponding  to  1x107  colony  forming  units  per  millilitre  (CFU/ml).  The  OD measurements  were  controlled  by  dilution  plating  on  Saboraud  Dextrose  agar  (SP; Sabouraud  Dextrose  Agar  [Lab  M,  Lancashire,  UK],  Bafco  Agar  [Difco  Laboratories, Basel, Switzerland], penicillin 100 000 UI/ml, streptomycin). For the fluorecence assay the suspension was adjusted spectrophotometrically to an optical density (OD) of 0.2 at 492nm (Multiscan RC spectrophotometer, Labsystems, Helsinki, Finland) (IV).  
Aliquots of 400 µl of yeast suspension and 50 µl of PBS‐buffer containing either ethanol (III)  and/or  glucose  (III  and  IV) were  added  to  a  gas  chromatograph  vials  that were immediately  sealed.  A  final  ethanol  concentration  of  11mM  (III)  and  glucose consentrations of 100mM (III) and 110 mM (IV) were used. Control vials without yeast cells  and  ethanol  or  glucose  were  used  to  measure  baseline  and  artefactual acetaldehyde and ethanol levels. The vials were incubated in a water bath at 37°C for 30 minutes.  Injection  of  50 µl  6 M PCA  (perchloric  acid)  through  the  rubber  septums  of vials was used  to  stop any metabolic reactions. The evolved acetaldehyde  (III  and  IV) and  ethanol  (IV)  levels  were  measured  by  gas  chromatography  (Perkin  Elmer Headspace  sampler HS 40XL, Perkin Elmer Autosystem Gas  Chromatograph equipped with  Ionization  Detector  FID,  USA).  Three  parallel  samples  from  each  isolate  were processed and the mean values were used for statistical analysis. 
 
 
7.2.4 Extraction of DNA 
 
7.2.4.1 Extraction of crude DNA 
 DNA  templates  for  MLST  were  performed  from  cultures  grown  overnight  at  35°C  in YEPD media (II). Aliquots of 1ml were centrifuged twice in Eppendorf tubes at 4°C for 5 minutes at 5500 rpm. A washing step with sterilized H2O was performed. The yeast‐cell 
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pellet was mixed with  0.3  g  of ∅  0.5mm  glass  beads  (BioSpec  Products  Inc.,  Meyrin, Switzerland), 200 µl of breaking buffer (2% Triton X 400, 1 % sodium dodecyl sulphate 
[SDS],  10mM  Tris‐HCL  [pH  8.0],  1mM  EDTA,  100mM  NaCl),  and  200  µl  of  phenol‐chloroform‐isoamyl  alcohol  (Fluka,  Buchs,  Switzerland).  The  suspensions  were homogenized  for  5  seconds  at  speed  5.0m/s  using  FastPrep‐24  instrument  (MP Biochemicals,  Solon,  OH,  USA)  and  centrifuged  for  10  minutes  at  13000  rpm. Supernatants containing DNA were extracted and stored at −20°C until further use.   
7.2.4.2 Extraction of high­purity DNA  DNA  templates  for  sequencing TAC1  and  ERG11  were  obtained  from  cultures  grown overnight at 35°C  in 5ml YEPD media  (II). Cultures were  centrifuged  for 5 minutes at 5500 rpm and washed with 5 ml of TE (0.1M Tris HCl pH 7.5, 0.01 M EDTA). This was repeated  twice.  Cell  pellets  were  resuspended  in  5  ml  of  PRObuffer  (25mM  EDTA, 20mM Tris  pH  7.5,  1M  sorbitol),  50  µl  10mg/ml  Zymolyase‐100T  (Seikagaku,  Tokyo, Japan)  and  5  µl  β‐mercaptoethanol  and  incubated  at  37°C  for  20  minutes.  The suspension was centrifuged for 5 minutes at 5000 rpm in room temperature, pellet was resuspended  in 2ml of  lysis buffer (0.1M EDTA, 0.1M Tris pH 7.5, 0.5% SDS, 10mg/ml Proteinase K) and the suspension was incubated in 65°C for 30 minutes. A total of 500 µl  5M  K‐acetate  (pH  7.4) was  added  and  the  suspension was  incubated  in  ice  for  10 minutes. The suspension was centrifuged for 15 minutes in 5500 rpm, the supernatant was  collected  and  precipitated  with  5ml  100%  ethanol.  This  suspension  was centrifuged for 10 minutes and the pellet was resuspended in 500 µl TE and 5 µl RNAse (10mg/ml) and  incubated  for 15 minutes at 37°C. The  isolated DNA was precipitated with 500 µl  isopropranol, washed with 70% EtOH and  resuspended  in 200µl TE. The isolated DNA was stored at 4°C until further use.   
7.2.5 Extraction of RNA  The  isolation  of  total  RNA  was  performed  from  cultures  grown  overnight  in  YEPD medium  at 35°C  (II).  The  optical  density  of  the  cultures was  adjusted  to OD2 540nm (1.5x107 cells/ml). 5 ml aliquots of  the cultures were centrifuged at  for 10 minutes at 
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5000 rpm (4°C) and the cell pellet was mixed with 0.3 g of ∅ 0.5mm acid washed glass beads, 300 µl of RNA extraction buffer (0.1M Tris‐HCl pH 7.5, 0.1M LiCl, 10mM EDTA, 0.5%  SDS)  and  300  µl  of  phenol‐chloroform‐isoamyl  alcohol.  The  suspensions  were homogenized  for  5  seconds  at  speed  5.0m/s  using  FastPrep‐24  instrument  (MP Biochemicals,  Solon,  OH,  USA)  and  centrifuged  for  2  minutes  at  13000  rpm.  The aqueous phase was re‐extracted with phenol‐chloroform‐isoamyl alcohol, vortexed and centrifuged for 2 minutes at 13000 rpm. The RNA in the supernatant was precipitated with 600 µl ice‐cold 100% ethanol and placed at  ‐20°C for 30 minutes. The tubes were centrifuged  for 2 minutes at 13000  rpm (4°C),  the  cell pellet was washed with 200µl 70% ethanol  and  centrifuged  at  13000  rpm  for  2 minutes  (4°C).  The RNA pellet was resuspended in 50 µl of diethyl pyrocarbonate‐treated H2O and the final concentration was measured spectrophotometrically at A260 and A280. RNA was stored at −80°C until further use. 
 
 
7.2.6 Extraction of whole protein  Proteins for immuno‐blotting were extracted from Candida cells incubated to a mid‐log growth phase in YEPD medium at 35°C (II). The ODs of the cultures were adjusted to 0.2 at  540nm. The  suspensions were  centrifuged  for  5 minutes  at  5500  rpm  and  the  cell pellets were resuspended in 1 ml H20 and 150 µl of a solution containing 1.85 M NaOH and  7.5%  β‐mercaptoethanol  and  incubated  on  ice  for  10  minutes.  Proteins  were precipitated with 150 µl 50% trichloroacetic solution and further  incubated on  ice  for 10 minutes.  Precipitated  proteins were  sedimented  by  centrifuging  for 15 minutes  at 13000 rpm. The sediment was resuspended in 100 µl of sample buffer (40mM Tris HCl 
[pH  6.8],  8  M  urea,  5%  SDS,  0.1mM  EDTA,  1%  β‐mercaptoethanol  and  0.1  mg/ml bromophenol blue) and incubated at 37°C for 30 minutes. Non‐solubilized material was cleared  by  centrifugation  for  10  minutes  at  13000  rpm.  The  supernatants  were collected and stored at ‐20°C until further use.  Extraction of whole  cell  protein  for  the Adh‐enzyme  activity  assay was  performed by mechanical  disruption  (Wong  et  al.,  2007)  (IV).  C.  albicans  cultures  were  grown overnight  in  YEPD  medium  at  30°C.  The  OD  of  the  cultures  was  adjusted  to  0.2  at 492nm. Five ml of the cell suspension was centrifuged for 10 minutes at 5500 rpm and 
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washed with 4 ml sterile phosphate‐buffered saline (PBS) three times by centrifugation for 5 minutes at 5500 rpm (Hettich EBA 20, Germany) for 5 minutes. The supernatant was extracted and  the  cell pellets were  resuspended  in 1 ml of  glycine  (0.1 mol/l, ph 9.6), 20 µl of Protease Inhibitor Cocktail (Sigma, P8340, Missouri, MO, USA) and 0.3 g of 
∅ 0.5 mm glass beads. The samples were cooled in ice for 3 minutes before disruption. The tubes were vortexed for 60 seconds and the tubes were cooled in ice for 1 minute. The disruption cycle was repeated  five times. Non‐solubilized material was cleared by centrifugation  for  5  minutes  at  5500  rpm  (Hettich  EBA  20,  Germany)  and  the supernatants were collected and used immediately.   
7.2.7 Multi locus sequence typing  The  isolates  in  study  II  were  typed  using  multi  locus  sequence  typing.  Sequences  of bases  in  the  gene  fragments  from  seven  house‐keeping  genes  AAT1a,  ACC1,  ADP1, 
MPI1b, SYA1, VPS13, and ZWF1b were determined for MLST. Amplification of DNA was performed by PCR. A total of 100 µl reaction volumes containing 5 µl PCR Buffer (Roche, Basel, Switzerland), 1 µl DNA, 5 µl MgCl2 (Roche, Basel, Switzerland), 2 µl 10mM dNTPs (Deoxynucleotide  set,  Sigma‐Aldrich,  St.  Louis, MO, USA), 0.5 µl of  each primer, 0.5 µl DNA Polymerase Expand High Fidelity (Roche, Basel, Switzerland) and 33 µl H2O were used.  PCR  was  performed  in  a  thermal  cycler  (Primus  HT,  MWG  Biotech,  Ebersberg, Germany). The amplified fragments were purified using a PCR purification kit (ExoSAP‐IT, USB, Cleveland, OH, USA). Sequencing reactions were prepared using the ABI PRISM Big Dye Terminator Cycle Sequencing Ready Reaction Kit (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA) according to the manufacturer’s recommendations for cycle sequencing. After  the  PCR  cycle  1  µl  3M  sodium  acetate  and  25  µl  100%  EtOH  was  added,  the suspension was incubated for 10 minutes at room temperature and centrifuged for 10 minutes  at  13000  rpm.  The  supernatant was  aspirated,  150  µl  70% EtOH was  added and  the  tubes  were  centrifuged  10  minutes  at  13000  rpm.  The  supernatant  was aspirated, the tubes were incubated for 10 minutes in room temperature and 20 µl Hi‐Di Formamide (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA) was added. Purified fragments were sequenced on both strands.   
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7.2.8 Determination of MTL status   The  mating  type  locus  (MTL)  type/status  was  determined  by  PCR  by  amplifying  the 
MTLa and MTLα genes (II). PCR was performed in reactions containing 1 μl DNA, 5 μl PCR  buffer  (ThermoPol  Buffer  B9004S,  New  England  Biolabs  Inc.,  Ipswich,  MA,  USA; 20 mM Tris‐HCl,  10 mM (NH4)2SO4,  10 mM KCl,  2 mM MgSO4,  0.1 % TritonX‐100,  pH 8.8), 1 μl 10mM dNTPs (Deoxynucleotide set, Sigma‐Aldrich, St. Louis, MO, USA),  0.25 μl of  each  primer,  0.5  μl  Taq  DNA  Polymerase  (Taq  DNA  Polymerase  with  ThermoPol M0267L, New England Biolabs  Inc.,  Ipswich, MA, USA)  and  41.5  μl H20.  Sequences  of primers used are listed in Table 4. PCR was performed in a thermal cycler (Primus HT, MWG  Biotech,  Ebersberg,  Germany).  The  MTL  was  assessed  as  heterozygous  (a/α), homozygous  (a/a)  or  homozygous  (α/α).  The  correlation  between  the MTL  type  and MIC was analysed. PCR fragments were separated by electrophoresis on a 1% agarose gel  at  100  V  for  1  h,  stained  with  ethidium  bromide  (EtBr),  and  visualised  using  a transilluminator.   
7.2.9 Northern blotting  RNA  samples were  resuspended  in  a  loading  buffer  containing  50%  formamide,  100 mM morpholinepropanesulfonic acid (MOPS) pH 7.0, 6.4% formaldehyde, 5% glycerol, 5%  water  solution  saturated  with  bromophenol  blue  and  the  suspension  was denaturated at 85°C for 5 minutes, and separated by agarose gel electrophoresis at 80V. The agarose was melted in a buffer containing 0.1 M MOPS, 0.6 M formaldehyde, and 10 
µl ethidium bromide per millilitre. The buffer used in electrophoresis was 0.1 M MOPS (pH 7.0). The RNA was transferred to a nitrocellulose membrane (Bio‐Rad Laboratories, Hercules,  CA,  USA)  using  the  Vacuum Blotting  System  (Hoefer  Scientific  Instruments, San Fransisco, CA, USA) with a maximum pressure of 60 mbar. The membranes were washed  twice  with  2  x  SCC  solution  (NaCl,  Na3citrate  2  H2O,  H2O)  and  baked  under vacuum  at  80°C  for  one  hour. Membranes were  prehybridized  at  42°C with  a  buffer consisting of 50% formamide, 1% SDS, 4 x SSC (1 x SCC contains 0.15 M sodium chloride and 0.015 M sodium citrate), 10% dextran sulphate and 100 µl of salmon sperm DNAml‐1. A solution containing the labelled probe, 500 µl of TNE (50 mM NaCl in TE) and 0.6 mg  of  salmon  sperm  DNA  was  added  to  the  hybridization  solution  and  incubated 
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overnight at 42°C. Radioactive signals were revealed by exposure to Kodak BioMax MR film (GE Healthcare, Chalfont St. Giles, UK). Signals obtained in blotted membranes were quantified by counting of radioactivity with the help of a Typhoon Trio (GE Healthcare, Chalfont St. Giles, UK). To control the loading of RNA, membranes were hybridized with 
ACT1 and signals were quantified and normalized according to the ACT1 loading control.   
7.2.10 Western immunoblotting  Protein  samples  were  separated  by  10%  SDS‐PAGE  (sodium  dodecyl  sulfate polyacrylamide gel electrophoresis) at 80V for 2 hours and transferred by western blot onto a nitrocellulose membrane  (Bio‐Rad Laboratories, Hercules, CA, USA)  in a buffer containing 25mM TRIS, 192mM glycine, 15% methanol, 20% SDS at 75V during 1 hour (II).  The  membranes  were  stained  with  Ponceau  reagent  (0.25%  Ponceau  S  in  40% methanol  and  15%  acetic  acid)  for  5 min  to  verify  that  protein  extracts were  evenly transferred.  Immunodetections of Cdr1p and Cdr2p were performed with  rabbit  anti‐Cdr1p and anti‐Cdr2p antibodies by chemiluminescence, antibodies are listed in Table 5.  The  membranes  were  blocked  by  incubation  in  a  solution  containing  50  g  milk powder  and  1  ml  Tween  for  30  minutes.    Primary  antibodies  were  added  on  the membranes and incubated for 45 minutes on an agitator. The membranes were washed with  a  solution  containing  PBS  and Tween  and 2µl  of  the  secondary  antibodies were added on the membranes and  incubated  for 1 hour under agitation. Membranes were finally washed twice with a solution containind PBS and Tween for 15 minutes under agitation.    Super  Signal  West  Pico  Chemiluminescent  Kit  (Thermo  Fisher  Scientific, Waltham, MA,  USA)  and  Amersham Hyperfilm  (GE  Healthcare,  Chalfont  St.  Giles,  UK) were  used  according  to  the  instructions  of  the manufacturer  for  the  detection  of  the chemiluminescence. A C. albicans strain  (DSY3849) known to over‐express Cdr1p and Cdr2p was used as a positive control  in  immunoblotting. A positive control  for Mdr1p was established by exposing azole‐susceptible strain isolated in 1995 from patient 2 to benomyl for 30 min (35µg/ml).     
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7.2.11 Sequence analysis  Sequences  were  amplified  from  genomic  DNAs  by  standard  protocols  as  described previously  for TAC1  and ERG11  at  GATC Biotech Ag,  Konstanz,  Germany  (Coste  et  al., 2009)  (II).  The  sequences  of  primers  used  are  listed  in  Table  4.  The  alleles  were sequenced  using  an  AB3730XL  DNA  Analyzer  (Applied  Biosystems,  Foster  City,  CA, USA) and the resulting data were analysed using the Mutation Surveyor software (Soft Genetics, State College, PA, USA).   
7.2.12 Fluorescence analysis of Adh­activity  Adh‐activity  was  measured  using  fluorescence  analysis  with  cofactor  nicotamide adenine dinucleotide (NAD) (IV). Whole cell extracts were centrifuged at 139700 x g for 65  minutes  at  4ºC  (Beckman  Optima  LE‐80k  Ultracentrifuge,  Bethesda,  USA).  The supernatants  were  collected  and  used  for  analyses.  Cytosolic  Adh‐activity  was determined by measuring  the  fluorescence  (ex 340 nm, em 440 nm) after addition of ethanol and NAD (final concentration 2.5 mM) at 37ºC in 0.1 M glycine buffer (pH 9.6). Ethanol concentrations of 0.68 mM to 2174 nM were used.  Adh‐activity was measured using  the  Tecan  SAFIRE  monochromator‐based  microplate  detection  system  and Magellan Software V6.05 (Tecan Trading AG, Männedorf, Switzerland).  
 
 
7.2.13 Statistical analysis  All data was analyzed with Graph Pad Prism version 5.00 (GraphPad Inc. San Diego, CA, USA).  In  general  data were  expressed  as mean  ±  standard  error  of mean  (SEM,  I)  or mean and range (III, IV). Due to their logarithmic nature, data on MICs were presented as  geometric  mean  and  range  (I,  II)  and  as  percentages  of  MIC  distribution  (I). Differences between group means were determined with the two‐tailed Mann Whitney test (I, II, III, IV) and the two‐tailed paired t‐test between means within groups (III). The statistical dependences between variables were analyzed with Spearman’s rho (rS) since all groups were relatively small and were mainly not normally distributed. The Km and Vmax values were determined with the Michaelis‐Menten equation. Correlations were 
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presented  with  a  95%  confidence  interval  (x  to  x)  and  P­value.  The  second  order polynomial equation was used for the calculation of nonlinear regression curves.   
7.2.13.1 Sequence data analysis for MLST 
The  sequenced  data  for  MLST  was  analyzed  for  polymorphism  using  Contig  Express software (Invitrogen, Basel, Switzerland).  The data was entered into the MLST database (http://test1.mlst.net)  and  each  isolate  was  assigned  a  diploid  sequence  type  (DST) based on the combination of genotypes of the sets of 7 internal fragments from different house‐keeping genes  (AAT1a, ACC1, ADP1, MPIb,  SYA1, VPS13, ZWF1b). According to DSTs  strains were analyzed  to determine  clonal  clades  by eBURST program and each strain was given a clade number. Clades were defined as groups of isolates with six of the seven genotype sequences being identical. Genetic relatedness between isolates was evaluated using the unweighted‐pair group method with arithmetic averages (UPGMA) to display strains as a dendrogram. 
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8  RESULTS 
 
8.1   Strain typing  
Typing of  the 19 C. albicans  strains  isolated  from APECED patients  showed persistent colonization  with  an  identical  C.  albicans  strain  (5  patients)  or  a  genetically  closely related strain showing slight microvariation but belonging to the same clonal cluster (2 patients) (Table 6). The differences mainly resulted from a loss of heterozygosity at one or  two  sequenced  loci.  One  patient  (Patients  7)  had  strains  from  two different  clonal clusters  isolated  six  and  three  years  apart  indicating  a  mixed  colonization  of  two separate strains rather than recolonization with the primary strain.   The  mean  time  elapsed  between  the  isolation  of  strains  from  patients  with  multiple isolates  was  5.0  years  (range  1‐9)  whereas  the  mean  time  between  the  isolation  of identical  strains was 4.4 years  (range 1‐9). All patients were  colonized with different strains from each other and no epidemic strains were found. The strains typed belonged to seven different clonal clusters. Isolates from Patient 5 were not assignable to a clonal cluster and were designated as  singletons. Our results  indicate that C. albicans  strains from  APECED patients  are  not  from  a mutual  source.  Our  results  confirmed  those  of others that despite efficient antifungal  treatment and clinical success  in  treatment the entire colonized population of Candida  is not eliminated during antifungal therapy but certain cells persist through treatment. 
 
8. 2   Antifungal susceptibility testing  
The C. albicans strains tested were divided into two groups based on their fluconazole MICs for the analysis of the antifungal susceptibilities (I). This yielded to 18 strains with fluconazole  16<MIC<32mg/l  (fluconazole  dose‐dependent,  FDD)  and  25  isolates with fluconazole  MIC<8mg/l  (fluconazole  susceptible,  FS).  Miconazole  susceptibility  was decreased in 16% of the C. albicans strains tested (MIC>2mg/l). All of the strains with decreased susceptibility to miconazole had also decreased susceptibility to fluconazole 
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whereas  39%  of  the  FDD  isolates  had  also  decreased  susceptibility  to  miconazole showing a significant correlation of miconazole and fluconazole MICs (P=0.0044).   All strains tested were susceptible to ketoconazole but a significant correlation could be seen between  the miconazole and ketoconazole MICs  (P<0.0001) and  fluconazole and ketoconazole  MICs  (P=0.0010)  indicating  a  minor  decrease  in  susceptibility  to ketoconazole  also  in miconazole  and  fluconazole  resistant  strains.  Correlations  in  the increase  of  miconazole  and  posaconazole  MICs  (P=0.0014)  and  miconazole  and voriconazole  MICs  (P=0.0041)  were  detected  even  in  patients  who  had  not  been exposed to posaconazole and voriconazole indicating a shared mechanism of resistance. The  differences  in  miconazole  and  ketoconazole  MICs  were  significantly  higher  in fluconazole  dose‐dependent  isolates  compared  to  fluconazole  susceptible  isolates (P=0.0147 and P=0.0078, respectively) (Figure 4).  The years of miconazole exposure showed a strong positive correlation with the azole MICs.  Our  results  indicate  that  miconazole  exposure  increases  the  MICs  to  other antifungal  azoles.  The  strongest were  the  correlations with  posaconazole  (P=0.0002), voriconazole (P=0.0005) and ketoconazole MICs (P=0.0005). This was likewise the case with  ketoconazole  exposure,  the  duration  of  ketoconazole  usage  correlated  most strongly with voriconazole and fluconazole MICs (P=0.0047 and P=0.0083, respectively) and  with  ketoconazole,  miconazole  and  posaconazole  (P=0.0444,  P=0.0118  and 
P=0.0107, respectively).   In  study  II  three  strains  from  the  19  C.  albicans  strains  tested  were  fluconazole susceptible with MICs of ≤8 mg/l and the remaining 16 strains were resistant or dose dependently  resistant  to  fluconazole with MICs  ≥16 mg/l.  One  patient  had  an  isolate with  a  itraconazole MIC  of  ≤0.125 mg/l.  All  other  isolates  had  itraconazole MICs  of  ≥ 0.25 mg/l (Table 6). 
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Figure 4. The mean MICs (mg/l) for a) miconazole and b) ketoconazole of fluconazole susceptible  (MIC<8mg/l)  and  fluconazole  dose‐dependent  isolates  (16<MIC<32mg/l).  
P‐values between groups are given in parenthesis. 
           
 
 
8.3 MTL status 
Of  the 19 C. albicans  strains  isolated  from APECED patients, 8 were  found  to be MTL homozygous  (a/a  or  α/α)  and  11  were  MTL  heterozygous  (a/α).  According  to  our results  the MTL status did not correlate significantly with the MIC of  fluconazole. The mean MIC for fluconazole was 45.4 mg/l (range 6‐128) for the homozygous isolates and 26.7 mg/l (range 1‐128)  for the heterozygous  isolates. The mean MIC for  itraconazole was 4.7 mg/l (range 0.5‐12) for the homozygous isolates and 1.4 mg/l (range 0.094‐2) for  the  heterozygous  isolates.  The  difference  between  the  MICs  for  homozygous  and heterozygous  isolates  was  significant  for  itraconazole  (P=0.027),  however,  not  for fluconazole. The  lack of  statistical  significance  in our results may be explained by  the small  number  of  isolates  tested  (n=19).  In  the  two  isolate  pairs  with  identical  DSTs where loss of MTL heterozygosity could be observed, the MICs of fluconazole increased. In  turn  a  decrease  in  the  fluconazole  MIC  was  seen  concomitantly  with  a  shift  from homozygosity to heterozygosity in MTL status in one patient with two strains showing identical DSTs. The years that the patients had been exposed to azoles did not correlate with the MTL status.  
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Table 6. The MICs  for  fluconazole  (FLC) and  itraconazole  (ITC) and diploid  sequence types (DST) of C. albicans isolates from nine APECED patients used in study II. Isolates belonged  to  six  different  clonal  clusters.  Three  strains  from  one  patient  were  not assignable to a clonal cluster and were designated as singletons (S). 
 
   MIC (mg/l)       
Patient 
no. 
Year of 
isolation  FLC  ITC  DST  Clonal cluster            1  2001  24  1  1152  3   2004  64  0.5  1156  3            2  1995  1  0.094  360  4   2001  64  12  360  4            3  2006  48   1.5  1157  1            4  2001  48  1  1151  1   2006  6   1.5  1493  1   2007  32  4  1493  1            5  1996  8  0.75  1489  S   2001  48  12  1489  S   2004  32   1.5  1318  S            6  2004  128  2  1494  11   2005  32   1.5  1494  11            7  1995  48  2  1490  4   2001  48  0.19  1158  15   2004  128  2  1490  4            8  2004  48  0.75  1154  2   2006  24   1.5  1492  2            9  2004  96  2  203  1                   MIC,  minimum  inhibitory  concentration;  DST,  diploid  sequence  type;  FLC,  fluconazole;  ITC, itraconazole; S, singleton 
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8.4  Expression of CDR1, CDR2, MDR1 and ERG11  
The  main  genomic  changes  leading  to  decreased  MICs  and  azole  resistance  was  the upregulation of CDR1 (79% of strains) and CDR2 (74% of strains) by a mean of 9.8 –fold (range  3.5‐19.4)  and  20.4  –fold  (range  7.8‐65.1)  as  compared  to  the  baseline  isolate (Figure  5).  Thirteen  (87%)  of  the  isolates  overexpressing  CDR1  and  12  (86%) overexpressing CDR2  had  fluconazole MICs ≥16 mg/l.  Concomitant  overexpression  of both CDR1 and CDR2 was seen in 74% of the isolates. The vast majority (86%) of strains overexpressing both CDR1 and CDR2 had significantly increased fluconazole MICs (≥16 mg/l)  and  all  isolates  overexpressing CDR1  or CDR2  had  increased  itraconazole MICs (>0.25 mg/L). The increase of fluconazole and itraconazole MICs in identical C. albicans strains resulted also  in an  increase  in  the relative expression of both CDR1 and CDR2. 
MDR1  and  ERG11  did  not  contribute  significantly  to  resistance  in  the  isolates  of  our study.  Four  patients  that  had  identical  strains  isolated  during  separate  years  and showed  an  increase  in  fluconazole  MICs  showed  also  an  increase  in  the  relative expression level of CDR1 by a mean of 3.3‐fold (range 0.5–4.4) and CDR2 by a mean of 4.0‐fold (range 0.5–11.2).  
The results obtained from northern blotting were confirmed by determining the protein levels  of  Cdr1,  Cdr2  and  Mdr1.  All  isolates  showing  elevated  Cdr1  and  Cdr2  protein levels overexpressed CDR1 and CDR2 mRNA. Isolates expressing Cdr1 were also found to concomitantly express Cdr2. The  isolates  that expressed Cdr1 and Cdr2 had higher MICs  for  fluconazole  and  itraconazole  (mean  44.5  mg/l  and  1.8  mg/l,  respectively) compared to those that did not express Cdr1p or Cdr2p (mean 6.9 mg/l and 0.3 mg/l, respectively). Mdr1p was not detected confirming the absence of MDR1 mRNA. 
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Figure 5. The relative mRNA expression levels of CDR1 and CDR2. Relative expression levels were calculated for each isolate by comparison with the cognate levels of these genes from the azole‐susceptible isolate from Patient 2, isolated in 1995 (fluconazole MIC 1 mg/L). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
8.5 Mutations in TAC1 and ERG11  
Mutations in TAC1 were detected in all isolates showing a fluconazole MIC >1 mg/l. Of the twelve mutations found in our C. albicans strains (Table 7) six had been described earlier  and  six  new  mutations  were  detected.  It  has  been  demonstrated  that  GOF mutations  in TAC1 are associated with hyperactivity of  the encoded protein, which  is responsible  for enhanced  transcription of TAC1  target genes, which  include CDR1  and 
CDR2. The exposure of a patient to fluconazole resulted in a new GOF mutation in TAC1 and an increase in CDR1 and CDR2 expression. This was accompanied with an increase in fluconazole MIC. Gained mutations seemed to remain stable and remained albeit no further exposure to azole antifungal agents. 
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Eleven strains out of 19 had mutations in ERG11 of which six were previously described 
ERG11 mutations contributing to azole resistance (Table 7). A new mutation  in ERG11 was detected but its role in azole resistance could not be confirmed as it was also seen in a susceptible isolate. 
 
Table 7. Mutations detected in TAC1 and ERG11 in 19 C. albicans isolates from APECED patients (II). 
     
Mutations detected by sequence 
analysis 
Patient no. 
Year of 
isolation  DST  TAC1  ERG11          1  2001  1152  F973S, S290C  Y132F   2004  1156  F973S, S290C  Y132F          2  1995  360    H283R   2001  360  A736T  H283R          3  2006  1157  N740S            4  2001  1151  N740S     2006  1493  N977D, P276L     2007  1493  ND  ND          5  1996  1489  N972S     2001  1489  N972S  G450E, D153E   2004  1318  N972S  G450E, D153E          6  2004  1494  E461K     2005  1494  E461K  S405F          7  1995  1490  R673Q  V488I   2001  1158  S108N  H283R   2004  1490  R673Q  V488I          8  2004  1154  H741Y     2006  1492  H741Y            9  2004  203  N740D  G464S               DST, diploid sequence type; ND, sequence not determined  
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8.6   Production of acetaldehyde by Candida albicans strains 
 
8.6.1 Acetaldehyde levels in ethanol incubation 
All  C.  albicans  strains  isolated  from  APECED,  OSC  and  control  patients  grown  in  the presence of oxygen and  incubated  in 10 mM ethanol produced mutagenic amounts of acetaldehyde, mean  5.5  times  greater  than  the  carcinogenic  level  of  40  µM  (III).  The amounts were  significantly  higher  in  strains  isolated  from OSC  (mean  280.2 µM)  and control  patients  (mean  299.1 µM)  than  strains  isolated  from APECED patients  (mean 247.9 µM) (P=0.0072 and P=0.0003, respectively). The differences between the cancer and  the  control  isolates were not  significant.  There was no  significant  increase  in  the acetaldehyde production in ethanol incubation in strains isolated during different years from the same patient despite exposure to antifungal agents between isolation times.  
 
Figure  6.  The  acetaldehyde  production  (µM)  of  C.  albicans  isolates  from  oral  cancer (OSC) (n=12), APECED (n=44) and control patients (n=11) in ethanol incubation. Mean of each group presented.    
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8.6.2 Acetaldehyde levels in glucose incubation 
 
8.6.2.1 Cultures grown in the presence of oxygen 
C.  albicans  strains  isolated  from  APECED  patients  grown  in  the  presence  of  oxygen produced mutagenic levels of acetaldehyde in 100 mM glucose (mean 53.5 µM) (Figure 7)  (III).  The  acetaldehyde  levels  were  significantly  higher  than  those  produced  by strains  isolated  from  OSC  (mean  33.7  µM)  and  control  patients  (mean  34.6  µM) (P<0.0001),  which  produced  levels  of  acetaldehyde  that  are  not  considered carcinogenic.  The  differences  between  the  cancer  and  the  control  isolates  were  not significant. All C. albicans  strains produced significantly more acetaldehyde  in 10 mM ethanol than in 100 mM glucose incubation (p <0.0001). 
 
Figure  7.  The  acetaldehyde  production  (µM)  of  C.  albicans  isolates  from  oral  cancer (OSC)  (n=12),  APECED  (n=44)  and  control  patients  (n=11)  in  100mM  glucose incubation. The mean of each group is presented.  
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8.7 Ethanol levels in Candida albicans cultures 
Significant  differences  in  the  measurable  ethanol  levels  could  not  be  detected  in  C. 
albicans  strains  isolated  from different  patient  groups  (IV).  Strains  isolated  from OSC patients  produced  the  highest  levels  of  ethanol  in  cultures  with  a  mean  of  8.4µM whereas controls and APECED patients produced mean 8.3µM and 7.1µM, respectively. The level of ethanol measured did not correlate with the levels of acetaldehyde or with the  expression  levels  with  the  levels  of  genes  involved  in  the  pyruvate‐bypass.  This would indicate that ethanol level in the presence glucose in hypoxic conditions does not have a significant regulatory role.   
8.8 The expression of ADH1, ADH2, PDC11, ALD6, ASC1 and ACS1 
C. albicans strains isolated from OSC patients had the highest expression of  both ADH1  and ADH2 with means of 7.0 and 3.5 –fold, respectively, as compared to strains isolated from APECED patients (means 4.1 and 1.8 –fold) (P=0.0119 and P=0.0303) and healthy controls (means 4.5 and 2.2 –fold) (P=0.0119 and P=0.0119). The expression of ADH1 and ADH2  did  not differ  significantly.  Strains  isolated  from  controls  and OSC  patients had the highest expression of PDC11 (2.6 and 2.2 –fold), ALD6 (2.5 –fold) and ACS2 (1.6 AND  1.4  –fold),  the  levels  being  significantly  higher  than  in  strains  isolated  from APECED patients. The expression of ACS1 did not differ greatly among strains isolated from different patient groups.  
The  expression  of ADH1  and ADH2  correlated  strongly with  one  another  (P<0.0001). The expressions did, however, not  correlate with any of  the other  tested genes of  the pyruvate‐bypass.  The  expression  of PDC11  correlated  strongly with  the  acetaldehyde downstream  genes  ALD6  (P<0.0001)  and  ACS2  (P<0.0001),  indicating  a  shared regulatory mechanism. There was no  correlation between ACS1  and any of  the  tested genes.  The  acetaldehyde  levels measured  by  gas  chromatography  correlated  strongly with the down‐stream genes ALD6 (P=0.0293) and ACS1 (P=0.0092) but not with ACS2 or 
PDC11,  ADH1  or ADH2.  No  correlation was  found  to  exist  between  acetaldehyde  and ethanol levels measured. 
 77 
 
8.9  Adh­activity  The  Adh‐activities  did  not  differ  significantly  between  isolates  from  different  patient groups  (IV). According  to  the kinetic  assay  the  strains  isolated  from APECED patients had lowest Adh‐activity and strains isolated from OSC patients had highest Adh‐activity.  
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9   DISCUSSION 
The  results  of  this  study  show  that  extended  azole  exposure  leads  not  only  to  the development of resistance against those azoles that APECED patients were exposed to but also to cross‐resistance against other azole antifungals. This  is  in accordance with previous studies on other patient groups (White, 1997). Even the use of a topical agent, miconazole,  had  lead  to  resistance  to  several  azoles  in  strains  isolated  from  APECED patients.  Resistance  was  noted  also  to  those  azoles  that  the  patients  had  not  been previously  exposed  to.  This was  an  interesting,  although  not  unexpected  observation.  This finding highlights the importance of appropriate attention to the antifungal history of the patient and likely future need for treatment when choosing the antifungal agents for treatment of CMC, including those administered topically. In patients with persistent or  chronic  infection  the predisposing  factor(s)  should be  identified and  eliminated or minimized  when  possible  and  unnecessary  antifungal  treatment  should  be  avoided. However,  in  patients  groups  such  as  APECED  patients  where  the  factors  cannot  be eliminated  and  infection  remains  persistent  sufficiently  high doses  should  be  used  in order  to  reach  efficient  levels  in  the  oral  cavity  and  to  prevent  colonization  with resistant  strains.  Alternative  treatment  options,  such  as  chlorhexidine,  should  be considered.  When  long‐term  or  repeated  courses  of  azole  therapy  are  used  the antifungal susceptibility of the colonising yeast should monitored.   The APECED patients in our study were persistently colonized with the same C. albicans strain  showing  the  same  or  genetically  close  genotype  with  microvariation  despite clinically successful antifungal  treatment of  infection on several occasions. Our results are in line with those of McManus and colleagues among Irish APECED patients (2011). The APECED patients in our study were colonized with strains that were not genetically related  and  therefore  a  common  source  for  colonization  or  specific  susceptibility  of these  patients  to  particular  genotypes  is  not  likely. Microvariation was  evidenced  as small  differences  between  MLST  types,  resulting  in  most  instances  from  a  loss  of heterozygosity at one or more of the sequenced loci. Microvariation is proposed to be a consequence of prolonged exposure of C. albicans  to azole antifungal agents (Jacobsen et al., 2008). Recent studies have proposed that patients with long‐term colonization of 
C. albicans  foster certain persister cells, which are highly resistant to antifungal agents and are proposed to be the cells developing mutations and microvariation (LaFleur et 
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al., 2010).  The  main molecular  mechanism  behind  azole  antifungal  resistance  in  the C.  albicans strains isolated from APECED patients was upregulation of CDR1 and CDR2 due to GOF mutations  in  their mutual  regulator TAC1.  GOF mutations  have  been  associated with enhanced  transcription  of  CDR1  and  CDR2  (Coste  et  al.,  2004;  Morschhäuser  et  al., 2010).  Six  new  TAC1  GOF muations  were  identified.  Development  of  resistance  was significantly associated with the upregulation of CDR1 and CDR2. The patients that had been  exposed  to  azoles  between  the  isolation  of  strains  showed  a marked  (>  2‐fold) increase of CDR1 and CDR2 expression. Mutations in ERG11 were also noted, however, the significance of the mutations to increased MICs was not certain. Increased MICs to azole  antifungal  agents  have  been  linked  to  loss  of  heterozygocity  at  the  MTL  locus (Rustad  et  al.,  2002;  Goldman  et  al.,  2004;  Basma  et  al.,  2009).  A  similar  trend  was observed  in  our  strains  between  the  loss  of  heterozygocity  and  increase  in MICs  for itraconazole  and  fluconazole.  However,  the  correlations  were  not  statistically significant.  Overexpression  of  MDR1  is  linked  mainly  to  the  increased  MICs  for fluconazole, and in some cases voriconazole, and is not associated with cross‐resistance to  itraconazole,  ketoconazole  and  clotrimazole  (Morschhäuser,  2010).  Our  results support  this  as our  strains did not express MDR1  and have  shown cross‐resistance  to several azoles.   Oral  cancer  is mostly  a  disease  of  elderly men with  a history of  smoking  and  alcohol abuse. APECED patients with CMC are at high risk for OSC also in the absence of these classical risk factors. Over 10% of the patients over the age of 25 have developed OSC (Rautemaa  et  al.,  2007b).  The  mean  age  at  diagnosis  has  been  37  years,  which  is significantly  lower than that of  the average OSC patient population. The early onset of oral cancer in APECED patients could be partially due to their immune defect and other intrinsic factors. Most APECED patients suffer with refractory oral candidosis from early childhood and the oral carcinoma typically develops at the site of chronic mucositis.   Acetaldehyde  is highly mutagenic  in  concentrations as  low as 40‐100 µM (Pöschl  and Seitz  2004;  Hooper  et  al.,  2009;  Seitz  and  Stickel,  2010).  In  Candida  acetaldehyde  is produced  mainly  as  a  by‐product  of  fermentation  in  the  pyruvate  bypass‐pathway, which  decarboxylates  pyruvate  to  acetaldehyde  through  pyruvate  decarboxylase,  and 
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secondly  by  the  oxidation  of  extracellular  ethanol.  All  C.  albicans  isolates  tested produced  mutagenic  amounts  of  acetaldehyde  in  hypoxic  as  well  as  normoxic conditions in the presence of ethanol as well as in hypoxic conditions in the presence of glucose. C. albicans  is a Crabtree negative yeast, which prefers to utilize carbohydrates through the respiration pathway in aerobic conditions and resorts to fermentation only in  low  oxygen  conditions  (Askew  et  al.,  2009).  This  is  in  line  with  our  results  as acetaldehyde levels produced in strains grown in moderately hypoxic conditions were 17 times higher than levels obtained after growing the strains in the presence of oxygen. However,  our  results  also  suggest  that  strains  isolated  from  chronic  candidosis  of APECED patients favour partial fermentation in the presence of oxygen as only strains isolated  from  APECED  patients  produced  mutagenic  levels  of  acetaldehyde  in  the presence  of  glucose  in  normoxic  conditions.  Interestingly,  the  strains  produced significantly smaller amounts of acetaldehyde in moderately hypoxic conditions  in  the presence of ethanol when compared to the levels produced by strains isolated from OSC patients and controls.   Our  results  strongly  support  the  assumption  made  by  other  groups  of  the  role  of 
Candida in the malignant change in mucosal lesions (Hooper et al., 2009). The glucose and  ethanol  concentrations  used  in  our  studies  are  commonly  found  in  food  and beverages (Jin et al., 2004). According to our results C. albicans may play a significant role  in metabolizing not only ethanol but also glucose to carcinogenic acetaldehyde  in the oral cavity especially in chronic candidosis. An increase of acetaldehyde production under hypoxic conditions highlight the importance of adequate oral hygiene as Candida is mainly found in the oral cavity within candidal‐bacteral biofilms. It would also be of further  interest  to  study  the  ability  of  the  oral  mucosal  cells  of  APECED  patients  to produce acetaldehyde, as it does not seem likely that Candida or microbes would be the only factors behind OSC development. 
Expression  levels  of  PCD11,  ALD6  and  ACS2  were  significantly  lower  in  C.  albicans strains  isolated  from  chronic  candidosis  of  APECED  patients  compared  to  the expression  levels  of  strains  isolated  from  OSC  patients  and  controls.  Strains  from APECED patients also produced  the  lowest amounts of  acetaldehyde  levels  in hypoxic conditions in comparison to the production of highest acetaldehyde levels in normoxic conditions. One explanation in the difference of acetaldehyde levels in normoxic versus 
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hypoxic  conditions  could  be  the  difference  in  expression  of  genes  involved  in fermentation.  A  previous  study  by  Setiadi  et  al,  has  shown  that ADH1  and  ADH2  are upregulated  and PDC11  downregulated  in  hypoxic  conditions  (Setiadi  et  al.,  2006).  It would be of further interest to study the differences in the expression of ADH1, ADH2, 
PDC11, ALD6 and ACS2  in hypoxic versus normoxic conditions  in strains  isolated  from the  different  patient  groups.  In  addition,  Adh1  shows  changed  expression  in  both experimentally induced and clinically acquired fluconazole resistant C. albicans isolates (Yan  et  al.,  2007).  The  regulation  of  the  metabolic  pathways  is  mainly  through transcriptional  regulation  but  oxygen  levels, metabolite  concentrations,  growth  phase and energy needs also have a key role (Rodaki et al., 2006; Kusch et al., 2008).  
Microbial  acetaldehyde  levels  have  been  linked  to  the ADH  gene  in  previous  studies (Tillonen  et  al.  1999;  Mukherjee  et  al.,  2006).  Our  findings  do  not  support  the assumption  made  previously  based  mainly  on  human  data  that  the  alcohol dehydrogenase activity of Candida determines alone the acetaldehyde production of the fungus. Our results suggest a more complex regulatory system in Candida. More reliable indicators of  acetaldehyde production  in C. albicans  are  the genes  responsible  for  the down‐stream of pyruvate, genes ALD6 and ACS1. ADH is, however, a major factor in the generation of acetaldehyde from ethanol in the oral cavity during alcohol exposure. 
In  the oral cavity Candida  is mainly present  in yeast‐bacteria biofilms. As biofilms are dense structures it is assumed that the cells in the lowest layers close to the host tissue are exposed to decreased levels of oxygen. However, our studies were performed with planktonic C. albicans  cells. The role of acetaldehyde production and the regulation of the pyruvate bypass‐pathway in biofilms require further study.  
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10  CONCLUSIONS 
Our results have led to the following conclusions: 
I.  Azole  resistance  and  cross‐resistance  in  patients  with  chronic  oral  candidosis   and  extensive  exposure  to  antifungal  agents  is  common. Miconazole  resistance   has  not  been  considered  to  be  a major  problem  in  this  clinical  setting and  the   liberal use of this compound has been widespread.   However, the use of topical   miconazole  appears  also  to  lead  to  marked  cross‐resistance  to  azoles  that   patients  have  not  been  exposed  to.  Our  results  highlight  the  importance  of   appropriate attention  to  the antifungal history of  the patients and  likely  future   need  for  treatment when choosing  the antifungal  agents  for  treatment of CMC,   including  those  administered  topically.  In  immunocompromised  patients  with   persistent or  recurrent  infection  choise of  antifungal  agent  is often  challenging   and requires monitoring of the antifungal susceptibility of the colonizing strain.   Further study is required to support meaningful guidelines for treatment. 
II.  Colonization with a C. albicans strain in APECED patients with CMC is persistent.   Antifungal  treatment  leads  to  the  selection  of  strains  with  mutations  altering   their  gene  expression  and  leading  to  resistance  to  the  antifungal  agents.  The   main molecular mechanism behind azole resistance in C. albicans strains isolated   from  APECED  patients  is  the  upregulation  of  CDR1  and  CDR2  due  to  GOF   mutations  in  their  mutual  regulator  TAC1.  Development  of  resistance  is   significantly associated with the exposure of azole antifungal agents,  leading to   mutations in TAC1 and the upregulation of CDR1 and CDR2.   III.  C. albicans strains produce carcinogenic amounts of acetaldehyde in the presence   of  ethanol.  In  normoxic  conditions  strains  isolated  from  APECED  patients  also   produce  carcinogenic  levels  of  acetaldehyde  in  the  presence  of  glucose.  A   decreased  level  of  oxygen  during  growth  leads  to  a  significant  increase  in   acetaldehyde  production  through  a  shift  to  fermentative  pathways  in  C. 
  albicans.  All  isolates  produced  highly  carcinogenic  levels  of  acetaldehyde  in   hypoxic  conditions.  Furthermore,  in  these  conditions  strains  from  oral   carcinoma  patients  and  controls  produced  significantly  higher  amounts  of 
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  acetaldehyde  than  strains  isolated  from  APECED  patients.  Further  study  is  needed  to  understand  the  mechanisms  and  etiology  behind  OSC  in  APECED   patients. The most reliable  indicators of  acetaldehyde production  in C. albicans   are ALD6  and ACS1,  the  genes  responsible  for  the  down‐stream metabolism of   acetaldehyde.   
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